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Abstract 
 
A Journey to the Center of a Bacterial Organelle 
 
by 
 
Onur Erbilgin 
 
Doctor of Philosophy in Microbiology 
 
University of California, Berkeley 
 
Professors Cheryl A. Kerfeld and Arash Komeili, Co-Chairs 
 
Cellular compartmentalization is a fundamental strategy through which complex tasks 
can be carried out, where each compartment carries out a specialized function. 
Compartmentalization strategies in the bacteria have (relatively) recently been 
discovered and are not present across the entire domain; they instead seem to be tied to 
niche specialization of the host species. For example, carboxysomes are necessary for all 
cyanobacteria to fix carbon dioxide in present-day atmospheric conditions. 
Carboxysomes are part of a larger family of bacterial organelles termed bacterial 
microcompartments (BMCs), which are all related by the proteinaceous shell that 
bounds the compartment.   
Many different metabolic functions have been attributed to BMCs, such as carbon 
fixation, propanediol metabolism, and ethanolamine metabolism, and cursory genome 
gazing had hinted that there may be several more functional types of these organelles in 
a vast number of bacteria. In order to survey the functional and phylogenetic diversity 
of BMCs, a bioinformatic algorithm was developed to predict and categorize genetic 
loci that encode genes that can construct a complete organelle. Our analyses result in a 
taxonomy of BMCs that identifies several candidate loci and individual genes for 
further investigation. 
We predicted many of these loci to encode for BMCs with novel functions, and 
examined one locus apparently isolated to the Planctomycetes and Verrucomicrobia phyla. 
By genetically manipulating Planctomyces limnophilus, we identified that this locus 
encodes a fully-functional organelle that is involved in degrading fucose and rhamnose, 
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which is likely critical to the niche specialization of many Planctomycetes that associate 
with algae.  
We also found the widespread usage of a novel phosphotransacetylase enzyme in the 
BMCs. By analyzing the primary, secondary, and quaternary structures of this novel 
protein, we identify well-conserved motifs within distinct domains of the protein and 
identify a peptide that is involved in modulating the quaternary structure.  
One of the many uses of fundamental research is to provide the foundation for 
engineering synthetic constructs. Finally, we describe two bioengineering strategies 
geared towards the goal of improving the efficiency of the carbon fixation step of 
photosynthesis that are based on our knowledge of the cyanobacterial carbon 
concentrating mechanism, including the carboxysome. The first strategy focuses on the 
input for the carboxysome, where inorganic carbon must be transported into the 
cytosol. The second strategy utilizes a carboxysome assembly factor as a scaffolding 
mechanism.  
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Preface  
A one-page summary of what to expect in this dissertation 
 
You may be wondering why this dissertation is titled “A 
Journey to the Center of a Bacterial Organelle.” Other than 
the fact that Jules Verne was one of my favorite authors as 
a child, I like how it stresses that my graduate experience 
was very much a journey. Chapter 1 sets the stage as a 
literature review and also serves as a prelude of what you 
will read in the following chapters, and its Figure 1 (shown 
here to the right) serves as a road map for the following 
chapters. Panels A, C, D, and E depict the topics in Chapter 
2, where we begin by looking at the diversity of life, more 
specifically the diversity of the organelles in question, the 
bacterial microcompartments (BMCs), which have a range 
of different metabolic functions. Seth Axen and I computationally identified and 
classified all genetic loci that have the potential to form a BMC, based on the annotation 
of functional domains present in those loci, and used the resulting dataset to pull out 
any observed patterns. Chapter 2 leaves us with a laundry list of genetic loci to 
experimentally test. Panels D and E represent Chapter 3, where I delve into finding out 
what the function of a mysterious BMC locus is and why it exists (explaining it based 
on the environmental niche that the host bacterium occupies; panel A). In Chapter 4, 
represented by Panel F, I go even deeper into understanding BMCs, studying the 
structure and function of one of the “core” enzymes (phosphotransacetylase), which is 
not only packaged into the core but also plays a central role in the metabolic engine of 
the organelle. Finally, panel G depicts the bioengineering of the organelles based on the 
fundamental knowledge gained from all the prior work; one must understand the 
biology of the system they are trying to engineer before attempting to construct 
something. In Chapter 5, while I do not engineer a new organelle, I describe two 
engineering plans that are related to BMCs and that build upon the fundamental 
knowledge gained over the years. The first plan involves engineering a pump that 
would increase the amount of substrate for the carboxysome. The second plan involves 
using carboxysome assembly factors to engineer a scaffold where the carbon-fixing 
enzyme RuBisCO and a carbon dioxide-generating enzyme come together, which 
would ideally improve the efficiency of RuBisCO. Both of these plans would potentially 
allow photosynthetic organisms to grow much faster and more efficiently. Thus at the 
conclusion of the dissertation, I will have taken you from a very broad view of BMCs, to 
understanding a specific functional type, to understanding a specific enzyme, and 
finally in how we can use fundamental information like this to engineer novel systems. 
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Chapter 1 
 
Bacterial Microcompartments and the Modular Construction of 
Microbial Metabolism 
 
Preface 
The contents of this chapter are based on the following publication: 
Cheryl A. Kerfeld and Onur Erbilgin (2015). Bacterial microcompartments and the 
modular construction of microbial metabolism. Trends in Microbiology; January, Vol 23 
No. 1, pp. 22 – 34, doi: 10.1016/j.tim.2014.10.003 
My contribution to this work was the organization and writing of the manuscript, and 
design and content of the figures. Dr. Cheryl Kerfeld contributed to the organization 
and writing of the manuscript 
 
Abbreviations: 
BMC  Bacterial Microcompartment 
BMC‐H  Bacterial Microcompartment shell protein that forms a hexamer 
(single PF00936 domain) 
BMC‐T  Bacterial Microcompartment shell protein that forms a trimer 
(tandem PF00936 domains) 
BMC‐P  Bacterial Microcompartment shell protein that forms a pentamer 
(single PF03319 domain) 
PDU  Propanediol utilization via a Vitamin B12‐dependent enzyme 
EUT  Ethanolamine utilization via a Vitamin B12‐dependent enzyme 
CUT  Choline utilization via a glycyl radical enzyme 
GRP  Propanediol utilization via a glycyl radical enzyme 
PVM  Metabolosome found in planctomycetes and verrucomicrobia 
AldDH  Aldehyde dehydrogenase 
AlcDH  Alcohol dehydrogenase 
PTAC  Phosphotransacetylase 
RuBisCO  Ribulose bisphosphate oxygenase/carboxylase 
SAM  s‐adenosylmethionine 
CoA  Coenzyme A 
NAD  Nicotinamide adenine dinucleotide 
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Introduction: Cellular compartmentalization in the Bacteria 
Compartmentalization is an extremely efficient strategy for the completion of complex 
tasks:  each  compartment  specializes  in  a  smaller  segment  of  the  overall  task.  This 
strategy  is seen  in society  (e.g. power plants versus city hall), but also  in biology –  in 
organs within multicellular organisms (e.g. the heart versus the liver), and in organelles 
within  individual  cells  (e.g.  the  golgi  apparatus  versus  lysosome).  Historically, 
Eukaryotic cells were thought to be the only domain of life to have organelles, primarily 
because  these  structures were  easily visible  in  the  light microscope whereas bacterial 
cells  appeared  empty. However,  this  can  be  attributed  to  the  limit  of  resolution  of 
visible  light microscopy, which under  the very best  and modern  circumstances  is no 
less  than 200 nm. Eukaryotic cells are much  larger  than  this  (roughly 10 – 100 m  in 
diameter)  and  so  are  the  organelles  within  (roughly  0.5  –  1  m  in  diameter),  but 
bacterial  cells are much  smaller  (on average about 0.5 x 2 m)    than  their eukaryotic 
counterparts; any organelles that didn’t take up most of the cell size would be invisible. 
Indeed, the only described intracellular structures in the bacteria prior to the advent of 
electron microscopy (with a resolution limit of 0.2 nm) are gas vacuoles [1], which can 
occupy  a  large portion of  the  cell  [2]. As more  researchers began  to use  the  electron 
microscope  to  explore  the  cell  biology  of  bacteria,  it  became  apparent  that  there  is 
actually a wide variety of bacterial organelles, and I refer the reader to reference [1] for 
a comprehensive review of these fascinating structures.   
While bacterial organelles can be bound in different ways (lipid or protein membranes), 
they all have the common feature of creating an isolated microenvironment within (the 
lumen), which allows very specialized biochemistry to occur for the benefit of the (host) 
organism. For example,  the anammoxosome  is a membrane‐bound organelle  in which 
ammonium is anaerobically oxidized to nitrogen, resulting in a proton‐motive force that 
drives ATP synthesis  [3]. However,  the same proton‐motive  force can be generated at 
the  cytoplasmic membrane,  as  is  the  case  for most  bacteria  –  so why  is  this  special 
organelle  needed?  During  the  anaerobic  oxidation  of  ammonium,  two  highly  toxic 
intermediates are generated during  this biochemical  transformation: hydrazine  (AKA 
rocket fuel), and nitric oxide; the anammoxosome membrane prevents the diffusion of 
both protons  and  these deadly  compounds due  to  the presence  of  special  ladderane 
lipids [3]. While the anammoxosome is reminiscent of canonical eukaryotic organelles, 
there  are  also  countless  non‐traditional  organelles  in  the  bacteria  as  well. 
Magnetosomes  are  invaginations  of  the  inner  cell membrane  that  are not  completely 
closed  off,  but  still  have  an  enrichment  of  specialized  proteins  that  act  together  to 
biomineralize magnetite. These magnetite‐containing bulbs are then aligned in a chain, 
effectively forming a compass needle that the organism is thought to use as a guide to 
finding the ideal environment in which to thrive [4]. A third type of bacterial organelle 
is  the  family  of  bacterial microcompartments, which  is  the  focus  of  this dissertation. 
3 
 
These organelles are completely protein‐bound structures that assist the host organism 
in  its metabolism,  but  unlike  other  bacterial  organelles  can  have  a wide  variety  of 
encapsulated proteins and functions.  
 
Bacterial microcompartments are specialized metabolic modules 
In the past decade, genomics‐enabled technologies have firmly established the concept 
of bacterial communities functioning as multi‐cellular organisms consisting of specialist 
functional  guilds  [5,6]  (Figure  1A).  At  the  same  time  it  has  become  apparent  that 
eukaryotic‐like division of  labor  likewise  extends  subcellularly;  it  is now known  that 
some  enzymes  catalyzing  sequential  reactions  are  encapsulated  in  organelles,  for 
example  in  bacterial  microcompartments  (BMCs)  (Figure  1B).  BMCs  consist  of 
functionally  linked  enzymes  enclosed  by  a  protein  shell.  They  include  anabolic 
carboxysomes  (Figure  1C),  found  in  cyanobacteria  and  some  chemoautotrophs,  that 
function  in  carbon  fixation  [7,8].  In  addition,  a  variety  of  catabolic  BMCs,  termed 
metabolosomes,  (Figure  1D)  are  found  in  heterotrophs;  metabolosomes  have  been 
implicated  in  the  degradation  of  propanediol  (PDU),  ethanolamine  (EUT),  ethanol 
(ETU) [7], choline (CUT) [9,10], in the fermentation of plant biomass (GRP) [11,12], and 
aerobic degradation of algal polysaccharides (PVM) [13]. In all of these examples BMCs 
play a key role in the organism’s success in its particular niche.   
Although  functionally  distinct  BMCs  vary  in  their  encapsulated  enzymes,  all  are 
defined by homologous shell proteins. The  first crystal structures of each of  the  three 
types  of  proteins  constituting  BMC  shells  came  from  the  carboxysome:  BMC‐H,  a 
hexamer  of  proteins  containing  a  single  PF00936  domain  [14],  BMC‐T,  a  trimer  of 
proteins  containing  two  PF00936  domains  [15],  and  BMC‐P,  a  pentamer  formed  by 
proteins  containing one PF03319 domain  [16]  (Figure  1B,  2A‐C). Given  the  structural 
similarities  between  BMC  shell  proteins  (hexagons  and  pentagons)  and  those  of 
icosahedral  viruses,  a model  for  the  BMC  shell  based  on  geometric  constraints was 
proposed  in which  hexagonal  BMC‐H  and  BMC‐T  proteins  form  the  facets  and  the 
pentagonal BMC‐P proteins cap the vertices [14]. 
Although first described more than 50 years ago [17], BMCs have only recently become 
a prominent area of  research, with  several complementary advances driving  the  field 
forward  in  the  last decade. The  first X‐ray  crystallographic  studies  [14]  revealed  the 
structure  of  the  basic  building  block  of  the  shell,  how  the  facets  are  formed,  and 
provided  a  hypothesis  for  the  structural  basis  of  the  selective  permeability.  The 
structures  were  placed  in  the  context  of  genomic  sequence  data,  showing  that, 
unexpectedly, many bacterial species have the potential to form carboxysome‐like shells 
[14].  This  anticipated  insights  from  the  growth  of  microbial  (meta)genomics  and 
bioinformatics, which  amplified  and  extended  these  observations  [7,18–21].  To  date, 
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evidence for BMCs has been found in 23 bacterial phyla, with 23 distinct loci identified 
[18] (Table 1). A third recent major advance was the demonstration that BMC proteins 
could be fluorescently labeled without disrupting function [22–24]; this led to studies of 
the  cell  biology  of  BMCs,  including  their  spatial  organization  in  the  cell  and  their 
assembly. Collectively, the insights from these advances span a wide range of the levels 
of biological organization, from the genes that encode BMC‐associated proteins to their 
organization into loci that are frequently horizontally transferred as genetic modules, to 
the  self‐assembly  of  various proteins  into  organelles  that play  key  roles  in microbial 
ecology and evolution. Because of their attributes as self‐assembling metabolic modules, 
they have motivated  efforts by  synthetic biologists  and bioengineers  to  find ways  to 
utilize these features with the aim of building designed organelles [25]. In this review, 
we  will  focus  on  these  recent  advances  in  understanding  various  aspects  of  BMC 
structure,  function  and  assembly  in  the  context  of  modularity—from  the  protein 
domain to the role of the organism in the environment (Figure 1)—and how this can be 
applied to biotechnology. 
 
BMCs within host–microbe and microbe–environment interactions 
The  relevance  of  BMCs  in  microbial  metabolism  in  terms  of  host–microbe 
communication and microbe–environment colonization has recently gained significant 
attention.  Bioinformatic  surveys  indicate  that  a  diversity  of  pathogens,  commensals, 
and other environmentally  important microbes encode metabolosomes  [14,18–21]. The 
well‐characterized PDU and EUT metabolosomes have been  linked to the virulence of 
intracellular pathogens, including Salmonella enterica and Listeria monocytogenes [26–30]. 
BMCs are also found in the human gut microbiome and are relevant to human health: 
for example, the microbial production of trimethylamine from choline is catalyzed by a 
glycyl  radical  enzyme  [9]  that  is  found  in  a  BMC  locus  [10,18];  the  oxidation  of 
microbially‐derived  trimethylamine  in  the  liver  has  been  linked  to  cardiovascular 
disease  [31,32].  The  importance  of  BMCs  in  the  metabolism  of  environmentally 
important  microbes  is  likewise  becoming  apparent.  For  example,  several  lines  of 
evidence  indicate  that members  of  the  enigmatic  phylum  Planctomycetes  are  robust 
symbionts of macroalgae (reviewed in[33]), and many planctomycetes species encode a 
BMC to aerobically degrade fucose, rhamnose, and fucoidan (a sulfated polysaccharide 
found predominantly  in  algae)  indicating  that  the  organelle may  be  involved  in  this 
symbiosis [13]. In addition, a Clostridium species has been shown to use a BMC for the 
fermentation of fucose [11], likely derived from plant sources.  
  
The metabolic cores of BMCs 
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Despite  the  apparent  functional diversity  among BMCs,  some overarching  themes  in 
the  biochemical  transformations  they  catalyze  can  be  identified.  While  many 
metabolosomes  differ  in  their  aldehyde‐generating  enzyme  (which  we  term  the 
‘signature  enzyme’),  they  all  use  the  same  three  kinds  of  enzymes  to  oxidize  the 
aldehyde to its cognate alcohol and acyl‐phosphate: 1) a coenzyme A (CoA)‐dependent 
aldehyde  dehydrogenase  (AldDH),  2)  an  alcohol  dehydrogenase  (AlcDH),  and  3)  a 
phosphotransacylase (PTAC) (Figure 1D). The prevalence of this shared functional core 
has been  recently quantified:  of  all non‐carboxysome BMC  loci,  94%  encode AldDH, 
76% encode AlcDH, and 66% encode PTAC, indicating that majority of metabolosomes 
share  a  common  core  biochemistry  involving  degradation  of  an  aldehyde,  while 
differing in the signature enzyme and ancillary genes [18].  
While  the majority  of  bioinformatically  identified  BMC  loci  fit  this model,  there  are 
others  that  lack  these  core  enzymes  and  do  not  encode  any  obvious  aldehyde‐
generating  enzyme.  Among  these  are  the  anabolic  carboxysomes  that  encapsulate 
carbonic anhydrase (CA), which generates CO2, and the enzyme ribulose bisphosphate 
carboxylase/oxygenase (RuBisCO), which fixes CO2 (Figure 1C). Two other BMC types, 
predicted to be catabolic, also lack some or all of the metabolosome core genes (BMC of 
unknown  function  [BUF]  and metabolosome with  incomplete  core  [MIC],  Table  1), 
suggesting  that  they  encapsulate  different  reactions  not  involved  in  aldehyde 
degradation  or  carbon  fixation  [18].  These  presumably  new  types  of  BMCs  await 
experimental characterization.  
 
The BMC shell: sequestration and permeability  
The  enzymatic  cores  of  all  BMCs  are  surrounded  by  a  selectively  permeable 
membrane—a  protein  shell  (Table  1).  Interestingly,  substrates  known  to  cross  BMC 
shells are all highly polar  (e.g. phosphorylated compounds), while  those known  to be 
retained  are  less  so  (e.g.  aldehydes),  or  nonpolar  (e.g. CO2). Effectively,  the  shell  has 
permeability properties inverse to those of a lipid bilayer, and structural studies of shell 
proteins have shown how this might be achieved.  
The  structures  of  many  BMC‐H  shell  proteins  from  both  carboxysomes  and 
metabolosomes are now known  (Figure 2)  [14,16,34–45]. The majority of  the observed 
hexamers  contain  a  central  pore  (coincident  with  the  cyclic  symmetry  axis)  that  is 
assumed to be constitutively open (Figure 2A). The typical size of these pores (4‐7 Å) is 
large  enough  to  permit  the  passage  of  smaller  metabolites  (e.g.  bicarbonate  into 
carboxysomes,  alcohols  and  carboxylic  acids  across  metabolosome  shells;  Table  1). 
Supporting  this  hypothesis,  residues  lining  the  pore  tend  to  be  polar  and  well 
conserved  among  orthologous  shell  proteins  [14,45–49]. Mutation  of  some  of  these 
residues  leads to permeability defects [35], while others appear to be tolerated [49,50]. 
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Crystal structures of BMC‐T proteins have revealed that residues surrounding the pores 
may have alternate conformations that can change the diameter of the pore by several 
angstroms or occlude it completely [15,41,47,51,52]. The open conformation of the pores 
in  these  shell  proteins  is  typically  larger  than  those  in  hexameric  shell  proteins, 
presumably  to  allow  bulkier metabolites  to pass  (e.g.,  5‐carbon  sugar phosphate  into 
carboxysomes; Table 1). Closure of  the  larger pores  is  likely  required  to maintain  the 
diffusive barrier and  selectivity of  the  shell. A distinct  clade of BMC‐T proteins  form 
stacked trimers [47] resulting in a central cavity accessible via gated pores on each side 
(Figure  2B);  these  BMC‐T  proteins  are  proposed  to  function  like  an  airlock,  with 
alternating  open  and  closed  pore  conformations  [15,47].  A  BMC‐H  from  the  β‐
carboxysome  likewise  stacked  face‐to‐face  in  crystals,  albeit  loosely  [53].  Some 
measurements of BMC shell  thickness support  the hypothesis  that  the shell  is double‐
layered [53,54], which would be expected to increase the stringency of permeability and 
the robustness of the shells [53], while making the  inner and outer surface of the shell 
physicochemically the same. On the other hand, shell proteins with C‐terminal fusions, 
such as a RhoN nucleotide binding domain, which would presumably  interfere with 
stacking,  can  be  found  in  some  loci  (e.g.  the  eut  operon  of Brevibacillus  species);  this 
suggests that at least some shell subunits are not likely to stack.  
In addition  to  small molecules,  recent  studies  indicate  that protons and electrons  can 
cross the BMC shell. By localizing pH‐sensitive GFP to the ‐carboxysome, Menon et al. 
(2010) showed  that  the  luminal pH  is similar  to  that of  the cytoplasm  [23]. Studies on 
PduT, a BMC‐T shell protein, show that it contains an iron‐sulfur cluster [55], which is 
likely  bound  in  the  central  pore  formed  by  the  three‐fold  symmetry  axis  [38]. 
Interestingly, PduS, a presumed luminal protein that also contains an iron‐sulfur cluster 
and binds a  flavin cofactor  [56,57], has been  shown  to  interact with PduT;  the pair  is 
proposed to be a conduit for transfer of electrons across the shell [56]. Finally, a recent 
comprehensive survey of BMC loci noted that genes encoding several different types of 
flavin‐binding proteins  (in addition  to PduS) occur  in many BMC  loci  [18]; given  that 
flavins  frequently act as  electron  carriers between  iron‐sulfur  clusters,  it appears  that 
electron transfer into and within BMCs may be widespread.  
Although necessarily permissive  to  some metabolites,  the  shell  is also known  to be a 
barrier to other molecules. Deletion of specific shell proteins results in loss of retention 
of  CO2  by  carboxysomes  [58],  of  propionaldehyde  from  PDU  BMCs  [59],  and  of 
acetaldehyde  from  EUT  BMCs  [60].  Furthermore,  when  either  the  alcohol 
dehydrogenase (AlcDH) or phosphotransacylase (PTAC) are deleted in the PDU or EUT 
metabolosomes,  growth  on  propanediol  or  ethanolamine,  respectively,  is  severely 
hampered  –  even  if  a  non‐BMC‐associated  enzyme  homolog  is  heterologously 
expressed [61,62]. When the integrity of the BMC shell is subsequently compromised in 
these mutants, growth is restored [61,62]. These observations indicate that the PDU and 
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EUT shells are  impermeable  to NAD+/H and CoA, with AlcDH and PTAC necessarily 
recycling  the  cofactors  used  by  the  AldDH  [61,62]  (Figure1C).  In  addition  to 
sequestering  cofactors, CO2, and volatile aldehydes,  there are  several  indications  that 
the  shell  also  provides  insulation  from  oxygen.  The  EUT AlcDH  is  oxygen‐sensitive 
[61], yet  the EUT BMC  is  functional  in aerobic conditions, suggesting  that  the  lumen‐
localized enzyme is protected from cytosolic oxygen. Glycyl radical enzymes (signature 
enzymes in the glycyl radical enzyme‐containing metabolosomes (GRMs); Table 1) are 
also oxygen sensitive, and are presumably  likewise protected by encapsulation within 
the BMC shell. Similarly, protection of RuBisCO from oxygen has  long been proposed 
to  be  the  function  of  the  carboxysome  shell.  Furthermore,  the  redox  state  of  the 
carboxysome  lumen can also be  independent from that of the cytosol [63], a proposed 
requirement  for  the  enzymatic  function  of  one  of  the  two  encapsulated  carbonic 
anhydrases in the beta‐carboxysome [64]. 
Despite these structural and functional studies, our understanding of the permeability 
properties of BMC shells is still far from complete. For example, glycyl radical enzymes 
are S‐adenosylmethionine (SAM)‐dependent; SAM is cleaved to provide the radical and 
therefore must be replenished. Therefore, SAM must somehow cross the shell and, for 
those GRM BMCs that appear to encapsulate methionine adenosyl transferase, ATP and 
methionine  must  cross  the  shell.  Even  for  a  well‐characterized  BMC  like  the 
carboxysome, genomic and bioinformatic analysis has raised new questions about shell 
permeability. For example, some cyanobacterial genomes  that encode ‐carboxysomes 
(containing  form  1B  RuBisCO)  also  encode  a  RuBisCO  activase  fused  to  a  domain 
known  to be  involved  in  the assembly of  the carboxysome  [65]. Many ‐carboxysome 
(which encapsulate Form 1A RuBisCO)  loci also contain a gene  for RuBisCO activase 
[18,66].  RuBisCO  activase  requires  ATP  hydrolysis,  suggesting  the  possibility  of 
ATP/ADP  flux  across  carboxysome  shells.  The  presence  of  ATP:cobalamin 
adenosyltransferase (PduO) in the PDU [67] and EUT metabolosomes [68] suggests that 
ATP may cross these shells as well. To‐date quantitative data for metabolite flux across 
any BMC shell has not been obtained; these data are essential to modeling the impact of 
heterologously expressed BMCs, for example carboxysomes in plants [69].  
Assuming  icosahedral geometry  for  the BMC shell, only  two  types of building blocks 
are  required:  one  hexagonal  (BMC‐H  or  BMC‐T),  and  one  pentagonal  (BMC‐P). 
However, all BMC  loci encode multiple paralogs containing  the PF00936 domain  (the 
canonical  domain  of  BMC‐H  and  BMC‐T  proteins)  and  many  organisms  encode 
additional shell proteins in satellite loci [18]. The observation that shell protein paralogs 
have distinct conserved pore residues and, consequently, pore sizes led to the proposal 
that  the  different  shell  proteins  within  a  given  BMC  have  different  permeability 
properties [14]. This may explain the redundancy of shell protein genes. A corollary of 
this  assumption  is  that  the  composition  of  the  shell  could  be  (evolutionarily  or 
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synthetically)  tuned  in  response  to  the  environment. A  second mystery  regarding  a 
multiplicity of shell protein genes in BMC loci has emerged from the increasing number 
of loci identified in genomic sequence data. Many contain an apparent surfeit of genes 
(up  to  5)  encoding  BMC‐P  proteins  [13,18,48].  This  is  odd  for  a  presumably minor 
component of the shell: only 60 copies (12 pentamers) are required to cap the 12 vertices 
of an icosahedron. The multiple BMC‐P proteins in these loci are apparently not recent 
gene duplications of one another, and are  conserved  for a given  type of BMC across 
phyla [13,18]; these observations suggest that the redundancy has been selected for and 
is  physiologically  relevant.  Perhaps  these  BMC‐P  proteins  assemble  into  hetero‐
pentamers or have a role other than vertex formation, such as forming a building block 
of the shell facet.   
 
Assembly of BMCs 
BMC shell proteins self‐assemble 
The shell  is  the  interface between  the metabolic core of  the BMC and  the cytosol, and 
this  protein  membrane  displays  a  remarkable  tendency  to  self‐assemble.  The  first 
structure of a BMC‐H protein indicated that the hexamers tiled into uniformly oriented 
layers  in  the  crystals,  immediately  suggesting  a  model  for  facet  formation  [14].  In 
modeling  the  first  structure  of  a  BMC‐T  protein  into  facets  composed  of  BMC‐H 
proteins,  Klein  et  al.  identified  a  motif  (D/N‐X‐X‐X‐K),  the  most  highly  conserved 
among  all  PF00936 domains,  and  suggested  that  the  antiparallel  association  of  these 
lysine residues between adjacent (pseudo)hexamers was critical for shell assembly [15] 
(Figure 2). Recently, the crucial role of this lysine was confirmed experimentally [34,35]. 
In  some  crystal  structures,  BMC‐H  and  BMC‐T  proteins  tile  into  strips  or  layers 
[14,16,34,39,42,45,47,49,51] and  form nanotubes,  lattices, and  ‘swiss  rolls’  in vivo when 
overexpressed heterologously [22,34,37,41,55]. Ordered arrays have even been captured 
in  vitro,  in  electron  micrographs  of  purified  proteins  [47,54];  taken  together,  these 
observations  highlight  the  propensity  of  BMC  shell  proteins  to  self‐assemble  into 
higher‐order structures.   
Efforts  have  recently  focused  on  manipulating  BMC  shells  for  bioengineering 
applications;  these  include  assembling  chimeric  shells  in  vivo,  composed  of  BMC‐H 
proteins  from different sources  [49], and assembling empty shells. Empty BMC shells 
(‐carboxysome  shells)  were  first  observed  in  vivo  in  Halothiobacillus  neapolitanus 
mutants  lacking RuBisCO  [70,71].  In heterologous systems, metabolosome shells have 
been  produced  by  expressing  shell  proteins  from  the  PDU  [22],  EUT  [72],  or  an 
uncharacterized  BMC  [54]  (Figure  3D).  Surprisingly,  shells  are  also  formed  in  the 
absence  of  BMC‐P  proteins  [54,58,72],  although  these  shells  are  presumably  highly 
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porous [58]. These observations have parallels  in the studies of viral capsids; some do 
not require vertex pentons to form icosahedra [73], and the lack of pentons leads to loss 
of packaged material [74].  
 
A peptide extension mediates enzyme encapsulation 
Studies  to  understand  and  control  shell  assembly  are  motivated  by  the  goal  of 
producing bespoke organelles  for  synthetic biology. To  this  end, understanding how 
thousands of proteins, constituting the cargo and the shell, assemble and organize into 
functional  organelles  provides  crucial  information  for  bio‐inspired  designs.  Initially, 
efforts  were  directed  to  identifying  BMC  targeting  signals  on  the  encapsulated 
enzymes.  The  first  experimentally  verified  example  was  an  N‐terminal  sequence 
extension on PduP  (AldDH)  that  is not present  in non‐metabolosome homologs  [75]. 
The next, found at the C‐terminus of the carboxysomal protein CcmN, was necessarily 
identified  entirely  by  experimental  methods  because  there  are  no  unencapsulated 
orthologs to CcmN [19]. This study also marked the first demonstration that the peptide 
interacted with the shell. Based on this observation and considering that shell proteins 
are  the  unifying  features  of  all  BMCs,  similar  peptides mediating  the  association  of 
proteins with  shells were  predicted  for  10  different  types  of  BMC  loci  through  the 
identification of  their shared sequence  features: namely a region of 15‐20 amino acids 
predicted to form an amphipathic alpha helix separated from the functional domain(s) 
of  the protein  by  a poorly  conserved  linker  [19]. To date,  the predictions  have  been 
functionally verified for the AldDH of the Haliangeum ochraceum BMC [54] and of PduD 
[75–78]. The predicted helical conformation has also been confirmed [78].   
 
From protein domain interactions to fully functional organelle 
These peptides were  first  referred  to  as  ‘targeting peptides,’  seemingly  analogous  to 
those  that direct proteins  to  eukaryotic  organelles, with  the  implicit  assumption  that 
BMC  shells  form  first,  with  subsequent  import  of  the  cargo  enzymes  (Figure  3A). 
Indeed, the observations that shells can be formed by expression of shell protein in the 
absence  of  cargo  would  seem  to  support  this.  However,  viral  capsids  provide  a 
precedent for proteinaceous shell systems that can self‐assemble in the absence of cargo 
[79]. The question of BMC assembly has recently been addressed through advances  in 
methods to visualize BMCs; these have opened up the study of the cell biology of the 
organelles [22–24].  
The ability to fluorescently label carboxysomes in vivo led to studies culminating in the 
elucidation of the β‐carboxysome assembly pathway and the demonstration that, unlike 
eukaryotic  organelles,  carboxysomes  assemble  from  the  inside  out  (Figure  3B). 
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Fluorescence  labeling  of  CcmN  was  used  to  show  that  this  protein,  of  previously 
unknown  function,  links  the  shell  to  the  enzymatic  core  of  the  carboxysome  [19]. 
Cameron  et  al.  put  the  β‐carboxysome  (ccm)  operon  under  control  of  an  inducible 
promoter  and  used  fluorescently  labeled RuBisCO  to  visualize  de  novo  carboxysome 
assembly, while monitoring cell physiology to ensure the structures observed were fully 
functional organelles [80]. Through systematic deletion of the genes  in the ccm operon 
and  fluorescence  labeling,  the  step‐by‐step  assembly  pathway  was  elucidated: 
procarboxysomes are  initiated,  typically at one pole of  the  cell, by  the aggregation of 
RuBisCO  and  the  RuBisCO  small  subunit‐like  domains  of  CcmM  [80];  CcmM  and 
CcmN form a complex [19,81], and the peptide on the C‐terminus of CcmN (therefore 
renamed the ‘encapsulation peptide’) facilitates interaction with the shell [19,80] (Figure 
3B). Chen  et  al.  likewise  put  fluorescently  labeled  RuBisCO  under  the  control  of  an 
inducible promoter and, using pulse‐chase assays, determined that new carboxysomes 
can  be  born  from  pre‐existing  ones  [63].  Fluorescence  recovery  experiments  also 
showed  that  encapsulated  RuBisCO  is  not  fluid  in  the  carboxysome  [63],  and  in 
conjunction with electron microscopy observations [80] support earlier hypotheses that 
the encapsulated enzyme is paracrystalline [82]. This implies that, within carboxysomes, 
a high concentration of active sites is present in an ordered array and most likely served 
by substrate channeling mediated  through specific protein‐protein  interactions among 
the luminal components. 
The  observed  sequence  of  events  in  carboxysome  biogenesis  is  consistent  with 
hierarchical  assembly  of  the  constituent  protein  domains.  This  could  indicate 
cooperativity within the assembly process [83–85], where the interaction of two protein 
domains  creates  a  high‐affinity  binding  site  for  a  third,  with  the  ternary  complex 
binding a  fourth. Several  lines of  evidence  suggest  that metabolosomes may  likewise 
follow an ordered assembly pathway, with  the  formation of a pro‐metabolosome core 
followed  by  encapsulation  by  the  shell.  There  is  evidence  both  experimentally  and 
bioinformatically  suggesting  that  the  core  proteins  of  metabolosomes  also  form  an 
ordered  network  of  protein‐protein  interactions.  The  signature  enzymes  of  both  the 
PDU and EUT metabolosome contain subunits with encapsulation peptides that render 
the enzymes insoluble [86,87]. The enzymes are soluble and active after removal of the 
peptides,  suggesting  that  the  full‐length  proteins  require  a  binding  partner  in  vivo. 
Salmonella enterica PduP (AldDH) co‐purifies with propanediol dehydratase (PduCDE) 
[88];  likewise PduQ (AlcDH)  is known  to physically  interact with PduP (AldDH) [61]. 
When  expressed  alone,  S.  enterica  PduP  (AldDH)  forms  insoluble  aggregates  [89], 
suggesting  that  the presence of binding partners may be  important  for PduP  folding. 
Moreover, some PDU Metabolosome components need to be encapsulated due to their 
supporting  role  in  maintenance  of  the  signature  enzyme  and  would  be  ideally 
positioned near these enzymes. The Vitamin B12 cofactor of PduCDE undergoes radical 
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damage and is recycled by PduGH, PduS, and PduO [57]; considering that PduCDE is 
encapsulated,  the  vitamin  B12  recycling  enzymes  are  presumably  also  encapsulated. 
Supporting  this  hypothesis,  PduS  binds  the  shell  protein  PduT  [56],  and  PduS  and 
PduO  interact with  one  another  [57]. Notably,  in  the metabolosome  loci  of  several 
genomes  (e.g.  Desulfosporosinus  species),  PduL  and  PduO  are  fused;  given  the 
observation  that  fusions  of  otherwise  isolated  gene  products  is  considered  a  reliable 
indicator of both functional and physical protein‐protein interactions [90,91] and can be 
reflective of sequential protein‐protein  interactions  in macromolecular assemblies  [85], 
this would  suggest a  complex of PduS‐PduO‐PduL  that has at  least one  shell protein 
connection  through  the PduS–PduT  interaction. Organizing such a network of protein 
domain  interactions after  targeting  to  the confines of a pre‐formed shell  is difficult  to 
envision.  
The  signature  enzyme  of  the  EUT  metabolosome  is  B12‐dependent  but,  as‐yet,  a 
complete set of B12 recycling enzymes has not been  identified  in eut  loci  (only EutT, a 
PduO homolog  is known). This has  led  to  the  suggestion  that  the  signature  enzyme, 
ethanolamine  ammonia  lyase  (EutBC)  is  associated  with  the  exterior  of  the 
metabolosome and  the acetaldehyde  formed  crosses  the  shell  [62]. However,  in  some 
eut operons, eutB and eutG (encoding the large subunit of ethanolamine ammonia lyase 
and  alcohol  dehydrogenase,  respectively)  are  fused  (e.g.,  in  Shigella  boydii  and many 
strains of Shigella  flexneri),  indicating  that  the core AlcDH would be outside  the BMC 
and unable to recycle NAD+/H. There are several genes of unknown function that could 
play  roles  in maintenance  (structural or physiological) and/or biogenesis of both EUT 
and PDU organelles such as EutQ, EutJ, PduV/EutP, PduM, and PduX. Some of  these 
are also prevalent among diverse BMCs; for example, PduV/EutP is found in 68% of all 
non‐carboxysome  loci  [18],  and  localizes  to  synthetic  BMC  shells  [22].  Finally, many 
proteins  presumably  encapsulated  in  diverse  BMC  cores  contain  counterparts  to  the 
peptide that associate the pro‐carboxysome with the shell [19,75–78].   
In contrast to the ‐carboxysome and the majority of bioinformatically identified BMC 
loci, encapsulation peptides have not been  identified  for any ‐carboxysome proteins. 
In  addition,  the  shell  proteins  of  α‐carboxysomes  are  less  closely  related  to  β‐
carboxysome and metabolosome  shell proteins  than  the  latter  types are  to each other 
[49], perhaps reflective of some distinctive differences in shell‐cargo association relative 
to  the  majority  of  BMCs.  Another  rather  stark  difference  between  ‐  and  ‐
carboxysomes  is  the absence of RuBisCO small subunit‐like domains on any of  the ‐
carboxysome  components;  these  are  critical  in  the  early  steps  of  ‐carboxysome 
assembly. Indeed, the observation of partially formed H. neapolitanus ‐carboxysomes in 
a  cryo  electron  tomography  study  suggested  that  they  form  by  simultaneous 
coalescence of enzymes and shell proteins  [92], and may represent a distinct pathway 
for assembly (Figure 3C). 
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Post‐assembly cellular organization 
Once  assembled,  BMCs  are  organized  within  the  cytosol  by  interactions  with  the 
cytoskeleton. PDU BMCs were observed to be associated with intracellular (presumably 
cytoskeletal)  filaments, mediated by PduV, a protein of unknown  function  [22]  that  is 
widespread among BMC  loci  [18]. Similarly,  the cytoskeletal protein ParA was shown 
to  be  involved  in  the  spatial  organization  of  β‐carboxysomes, playing  a  role  in  their 
equal segregation between daughter cells [24]. ParA homologs are frequently found in 
‐carboxysome  loci  [66],  and  genes  for  cytoskeletal  elements  are  found  in  several 
different BMC  loci types [18]. Spatial positioning within the cell  is  likely an  important 
consideration  for  optimal  function  of  the  BMC  within  the  context  of  cellular 
metabolism.  
 
Implications of modular assembly of BMCs for synthetic biology 
BMC  operons  can  be  viewed  as  genetic  modules  that  encode  the  necessary  parts 
(protein  domains)  to  construct  a  functional  organelle  (Figure  1E,  F)  [18].  They were 
among the first loci described as ‘selfish operons’ [93] and, indeed, recent bioinformatic 
analyses provides evidence of rampant horizontal gene transfer of BMC loci [20,93,94]. 
As metabolic modules, BMCs  are  semi‐autonomous  functional devices nested within 
the  context  of  the  host  metabolism.  Interestingly,  some  bacterial  genomes  (e.g. 
Clostridium phytofermentans) encode up to three BMC loci [11,18,20], presumably for the 
catabolism of different organic compounds [18]. This insulation of catabolic reactions by 
compartmentalization  likely  facilitates  the  simultaneous use  of pathways  that would 
otherwise compete and allows partitioning of metabolites to distinct fates [95]. 
The  engineering  of  new  functions  into microbes  via BMCs  has  recently  begun  to  be 
explored through heterologous expression studies. The first showed that the pdu operon 
from Citrobacter  freundii  could  be  expressed  in  Escherichia  coli where  it  conferred  the 
ability to grow on propanediol [55]. Subsequently, the ‐carboxysome operon from H. 
neapolitanus was expressed in E. coli; carboxysome‐like structures were formed and the 
RuBisCO was functional [96]. However, in these examples the operon ‘donor’ species all 
belong  to  the  ‐Proteobacteria,  and  the  E.  coli  (also  a  γ‐proteobacterium)  expression 
strains contain the eut operon [18]; the presence of host genes could have contributed to 
heterologous BMC formation. Recently, the first inter‐kingdom heterologous expression 
and  assembly  of  BMC  proteins  was  reported.  When  several  ‐carboxysome  genes 
(CcmK2, L, M, N, O) were expressed in the plant Nicotiana benthamiana, Carboxysome‐
like structures formed in the chloroplasts [97], hinting that carboxysomes may be able to 
self‐assemble within the eukaryotic organelle.  
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The  first  steps  toward development of designed organelles have  involved associating 
foreign  proteins  (e.g., GFP) with  heterologously  expressed  BMC  shells  by  fusing  the 
proteins  to  full  length  luminal  proteins  or  to  encapsulation  peptides  [54,72,76,78]. 
Evidence  thus  far  suggests  encapsulation peptides  are  important  for  interaction with 
the  shell,  and  not  in  organization  of  the  contents  of  the  BMC  lumen. However,  the 
advantages  of  compartmentalization  are  fully  realized  by  co‐localizing  multiple 
enzymes  in  the optimal orientations  for substrate channeling, suggesting  the need  for 
design principles for constructing BMC cores as well as for associating proteins with the 
shell.  
We  propose  an  approach  based  on  knowledge  of  the  structures  of  the  component 
protein domains in conjunction with an understanding of their interactions in assembly 
(Figure 1F, G). Indeed, metabolosome loci can be viewed as being composed of several 
functional modules  composed of one or more gene products  (Figure 1E),  that  can be 
further  deconstructed  into  their  constituent  structural  and  functional  domains  [18] 
(Figure 1F). For example, as noted above, BMC shells can form when one or more shell 
proteins are heterologously expressed [22,49,54,72]; the PF00936 and PF03319 domains 
of the BMC‐H, BMC‐T and BMC‐P gene(s) can, accordingly, be viewed as composing a 
‘shell’  module.  Furthermore,  carboxysomes  and  metabolosomes  contain  conserved 
biochemical cores and signature enzymes (Figure 1C‐E, Table 1). These likewise can be 
further deconstructed  into  their  structural domains  (Figure  1F). Given  the  important 
roles of  specific domains of multidomain proteins  in  carboxysome assembly  (e.g.,  the 
RuBisCO small subunit‐like domains of CcmM  interacting with RuBisCO  [98,99], and 
the  encapsulation  peptide  of  CcmN  interacting with  the  shell[19]),  approaching  the 
design of new types of BMCs from a structural point of view, using knowledge of BMC‐
related  domain  structures,  architectures  and  interdomain  interactions may  be more 
expedient for assembling multienzyme organelles than de novo designs.  
Indeed,  some  bacteria  encode  fused  and  streamlined  (non‐redundant)  PDU‐EUT  or 
GRM‐PDU  loci  [18], which may  represent  bi‐functional  BMCs  and  underscores  the 
interchangeability of protein domains both structurally and functionally among BMCs. 
Alternatively,  basing  designs  on  the  folds  encapsulated  naturally  constituting  BMC 
cores can circumvent the numerous challenges associated with building up a BMC core 
from  scratch.  A  major  advance  in  the  efforts  to  express  carboxysomes  in  plants 
exemplifies the potential of this approach; when cyanobacterial RuBisCO and the SSLDs 
of CcmM were expressed  in the plants, RuBisCO aggregated  into structures similar to 
pro‐carboxysomes were observed [100].  
Likewise  knowledge  of  the  domain  structures  of  encapsulated  enzymes  provides  a 
powerful approach to the goal of creating new organelles with non‐native biochemical 
activities. The active sites of signature and core enzymes could be modified to allow for 
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more  substrate  ambiguity.  Such  substrate  ambiguity  is  already  observed  in  extant 
BMCs, where the core AldDH can utilize a variety of short‐chain aldehydes [101], this 
may  have  played  a  role  in  the  evolution  of  the  functional  diversity  of  BMCs. 
Alternatively,  the  signature  enzyme  could  be  replaced with  another member  of  its 
superfamily. Because diverse catalytic activities are  frequently supported by  the same 
structural fold [102], viewing the encapsulated proteins domain as a set of protein folds 
and  altering  their  catalytic  residues  to  function  as  a  different member  of  the  same 
structural  superfamily  offers  a  relatively  simple  approach  to  modifying  the 
encapsulated biochemistry (Figure 1G). This would minimize the structural differences 
in order to preserve protein‐protein interactions required for assembly.  
In  conjunction  with  manipulation  of  BMC‐encapsulated  enzymes,  metabolite  and 
cofactor  transport  across  the  shell  would  also  need  to  be  tailored;  customizing 
metabolite  flux may be approached  through  the  engineering of  residues  surrounding 
the pores or through the construction of chimeric shells; both approaches have recently 
been  shown  to be  feasible  [49]. The  selective permeability  and  self‐assembly of BMC 
shell  proteins  also  have  implications  for  the  co‐option  of  their  repetitive  nanoscale 
ordering  to  build  nanomaterials,  such  as  scaffolds  or  selectively  permeable  protein 
membranes. Empty BMC  shells with designed permeability properties  could  also  be 
used  as  transport  or  storage  capsules,  especially  structurally  robust  ones  that  can be 
predictably assembled and purified in high yield [54]. Because these can form without 
pentamers,  the  gaps  formed  at  the  vertices  could  serve  as  conduits  to  introduce 
compounds  into  the  empty  shells,  and pentamers  could  theoretically  be  added  later, 
sealing  the  capsule. Finally,  in addition  to  the  structural  elements of  the BMC, many 
BMC  loci  encode  genes  for  other  required  functions  such  as  cofactor  assembly  and 
recycling (e.g. PduGH/S/O), as well as ancillary modules for functions acting upstream 
or downstream of the organelle (e.g. transporters) (Figure 1C (green arrows), Figure 1E) 
to integrate the BMC function with other cellular processes or the environment (Figure 
1A).    
 
Concluding remarks 
Viewing  BMCs  as  simultaneously  structural,  functional,  genetic,  and  evolutionary 
modules embedded within microbes, within the environment, underscores their central 
role  in  microbial  evolution  and  ecology.  This  perspective  also  can  inform  their 
applications  in  synthetic  biology.  Parsing  BMCs  into  their  constituent  structural  and 
functional  domains  and  deducing  their  order  of  assembly  provides  the  prerequisite 
design criteria for engineering bacterial organelles as well as other bio‐inspired designs 
for nanoscale materials. As metabolic modules that contribute to an organism’s fitness 
in specific environments, BMCs also have potential uses in synthetic ecology: mixtures 
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of  species,  some  perhaps  differentiated  by  the  role  of  their  specific  BMC,  could  be 
integrated as a microbial consortium. Accordingly, BMCs are situated centrally on  the 
continuum  between  top‐down  and  bottom‐up  approaches  to  engineering  microbial 
metabolism.  In  this  context,  the  concept  of  modularity  provides  a  framework  for 
understanding  the  fundamental  biological  principles  governing  bacterial 
microcompartment structure, function, assembly and, prospectively, design. 
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Table 1. Biochemical and phylogenetic diversity of bacterial microcompartments 
Name Function Signature 
enzyme 
Metabolites Cofactors Present in phyla Evidence References 
α- and β- 
Carboxysome 
Carbon fixation RuBisCO, 
carbonic 
anhydrase 
Ribulose bisphosphate, CO2a, 
3-phosphoglyceraldehyde 
ATPb Actinobacteria, Cyanobacteria, 
Alphaproteobacteria, 
Betaproteobacteria, 
Gammaproteobacteria 
Geneticc, EMd [8,65] 
PDU Propanediol Vitamin B12-
dependent 
propanediol 
dehydratase 
Propanediol, propionaldehydea, 
propionyl-CoAa, propionyl 
phosphate, propionate 
Vitamin B12, 
NAD, CoA, flavin 
Actinobacteria, Firmicutes, 
Fusobacteria, Gammaproteobacteria, 
Deltaproteobacteria, Spirochaetes, 
Synergistetes 
Geneticc, EMd [7,18,20,56,
57,103] 
PDU-like     Firmicutes Genomice [18] 
EUT1-3 Ethanolamine Vitamin B12-
dependent 
ethanolamine 
ammonia 
lyase 
Ethanolamine, acetaldehydea, 
acetyl-CoAa, acetyl phosphate, 
acetate 
Vitamin B12, 
NAD, CoA, 
Actinobacteria, Chloroflexi, 
Firmicutes, Fusobacteria, 
Gammaproteobacteria, Synergistetes 
Geneticc, EMd [7,18,20,21
] 
PDU/EUT 
Fusion 
Ethanolamine and 
propanediol 
Same as PDU 
and EUT 
Same as PDU and EUT Same as PDU and 
EUT 
Actinobacteria, Firmicutes, 
Fusobacteria 
Genomice, transcriptional [18] 
ETU Ethanol N/A Ethanol, acetaldehydea, acetate NADb, CoAb Firmicutes EMd, genomice [7] 
GRP/GRM5 Fucose/rhamnose – 
anaerobic 
SAM-
dependent 
propanediol 
dehydratase 
(GRE)f 
Fucose/rhamnose, DHAP, 
lactaldehyde, propanediol, 
propionaldehydea, propionyl-
CoAa, propionyl-phosphate, 
propionate 
SAMb, NADb, 
CoAb, flavinb 
Firmicutes Transcriptional, EMe [11,18,20,2
1] 
CUT/GRM1 Choline SAM-
dependent 
choline lyase 
(GRE)f 
Choline, trimethylamine, 
acetaldehydea, acetyl-CoAa, 
acetyl-phosphate, acetate 
SAMb, NADb, 
CoAb, flavinb 
Actinobacteria, 
Gammaproteobacteria, Firmicutes, 
Deltaproteobacteria 
Geneticc, genomice [9,10,18] 
GRM2 Unknown GREb, f Aldehydeb, alcoholb, acyl 
phosphateb 
SAMb, NADb, 
CoAb 
Gammaproteobacteria Genomice [18] 
GRM3 Unknown GREb, f Aldehydeb, alcoholb, acyl 
phosphateb 
SAMb, NADb, 
CoAb, flavinb 
Firmicutes, Alphaproteobacteria, 
Gammaproteobacteria 
Genomice [18] 
GRM4 Unknown GREb, f Aldehydeb, alcoholb, acyl 
phosphateb 
SAMb, NADb, 
CoAb 
Gammaproteobacteria Genomice [18] 
PVM Fucose/rhamnose – 
aerobic 
Aldolase Fucose/rhamnose, DHAP or 
Pyruvate, lactaldehydea, lactyl-
CoAa, lactyl phosphate, lactate 
NADb, CoAb Planctomycetes, Verrucomicrobia,  Geneticc, EMd [13] 
PVM-like     Acidobacteria, Firmicutes, 
Ignavibacteria 
Genomice [18] 
SPU Sugar phosphateb Aldolaseb Sugar phosphate(s) b, 
aldehydeb, acyl phosphateb 
NADb, CoAb Atribacteria, Gemmatimonadetes, 
Marinimicrobia 
Genomice [18] 
SPU-like     Latescibacteria,  Genomice [18] 
23
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24
RMM1, 2 Amino-2-propanolb Aminotransfer
aseb 
Amino-2-propanolb, 
aminoacetoneb, methylglyoxalb, 
pyruvyl CoAb 
NADb, CoAb, 
flavinb (RMM2) 
Actinobacteria Geneticc, genomice [104,105] 
MIC Unknown No prediction Aldehydeb NADb, CoAb Actinobacteria, Firmicutes, 
Caldithrix 
Genomice [18] 
MUF Unknown No prediction Aldehydeb, alcoholb, acyl 
phosphateb 
NADb, CoAb, 
flavinb 
Firmicutes Genomice [18] 
BUF Unknown No prediction No prediction No prediction Firmicutes Genomice [18] 
Satellite loci N/A N/A N/A N/A Cyanobacteria, Acidobacteria, 
Firmicutes, Fusobacteria, 
Ignavibacteria, Planctomycetes, 
Proteobacteria, Verrucomicrobia, 
BRC1, Poribacteria, Caldithrix 
Genomice [18] 
a. Sequestered metabolite. 
b. Prediction based on bioinformatics and/or related studies (that did not directly examine BMC function); see cited references. 
c. Genetic studies. 
d. Electron microscopy. 
e. Genomic evidence refers to bioinformatic evidence based on genomes only. 
f. GRE, glycyl radical enzyme. 
g. DHAP, dihydroxyacetone phosphate. 
h. GRP, Glycyl radical‐based propanediol 
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Figure  1.  Bacterial microcompartments  (BMCs)  are metabolic modules  embedded 
within  members  of  bacterial  communities.  (A)  Representation  of  a  microbial 
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consortium,  each  member  with  a  distinct  complement  of  metabolic  pathways  and 
sharing metabolites (filled in shapes). The metabolism of some members involves BMCs 
(open hexagons)  that  require metabolite‐specific  transporters  (open  triangles) and are 
linked  to  central metabolism.  (B) Cartoon  representation  of  an  icosahedral BMC  and 
how the three types of shell proteins fit together to form the shell. (C, D) Characterized 
metabolic models  for  (C)  carboxysome and  (D) metabolosome  function, depicting  the 
flux  of  specific metabolites  across  the  shell  and  integration with  cellular metabolism 
(e.g., Calvin–Benson  cycle).  In  the  carboxysome,  ribulose bisphosphate  is  abbreviated 
RuBP, and 3‐phosphoglyceraldehyde is abbreviated 3‐PGA. (E) Cartoon representation 
of  the  genetic  and  functional modularity  of  the  components  of  a  BMC  locus.  Each 
symbol may  represent  one  or more  genes  and/or  proteins  (e.g.,  the  core module  for 
metabolosomes  consists  of  the  AldDH,  AlcDH,  and  PTAC  enzymes).  (F)  Cartoon 
representation  of  how  each  genetic  module  is  constituted  of  one  or  more  protein 
domain(s)  (shown  as puzzle pieces), with  each domain  interacting with others  either 
physically  or  through  biochemical  intermediates.  (G)  Potential  utility  of  the  genetic, 
functional,  and  domain‐based modularity  of  BMC  loci:  a  domain within  the  native 
signature enzyme could be replaced by a modified structurally similar domain with a 
different  function.  Abbreviations:  AldDH,  coenzyme  A  (CoA)‐dependent  aldehyde 
dehydrogenase; AlcDH, alcohol dehydrogenase; PTAC, phosphotransacylase. 
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Figure 2. Known building blocks of bacterial microcompartment (BMC) shells. For all 
shell proteins, individual polypeptide chains are colored differently, with the lysine of 
the D/N‐X‐X‐X‐K motif colored red for BMC‐H and BMC‐T proteins. (A) Views of PduA 
(Protein Data Bank ID: 3NGK), a representative BMC‐H protein.  (B) Views of CsoS1D 
(Protein Data Bank  ID: 3F56), a  representative BMC‐T protein of  the clade  that  forms 
stacked trimers. The views show the potential gating mechanism and the compartment 
formed between the stacked trimers. (C) Views of CcmL (Protein Data Bank ID: 2QW7), 
a  representative  BMC‐P  protein.  Abbreviations:  BMC‐H,  a  hexamer  of  proteins 
containing  a  single  PF00936  domain;  BMC‐T,  a  trimer  of  proteins  containing  two 
PF00936  domains;  BMC‐P,  a  pentamer  formed  by  proteins  containing  one  PF03319 
domain. 
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Figure 3. Proposed bacterial microcompartment (BMC) assembly pathways. (A) Shell 
first:  initially  an  empty  shell  is  formed  (presumably  by  self‐assembly),  after  which 
encapsulated proteins and enzymes are targeted to the BMC shell via the encapsulation 
peptide.  (B) Core  first:  a  protein  and  enzyme  core  is  formed  (e.g.,  procarboxysome), 
around which the BMC shell assembles, precipitated by the encapsulation peptide. (C) 
Concomitant shell and core assembly: core proteins and enzymes associate with shell 
subunits  in  simultaneous  self‐assembly.  (D) Example micrographs of  synthetic empty 
shells, (E) partial BMCs (black arrow), and (F) whole b‐carboxysomes in cyanobacteria. 
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Chapter 2 
 
A Taxonomy of Bacterial Microcompartment Loci Constructed 
by a Novel Scoring Method 
 
Preface 
The contents of this chapter are based on the following publication: 
Seth  D.  Axen,  Onur  Erbilgin,  Cheryl  A.  Kerfeld  (2014).  A  taxonomy  of  bacterial 
microcompartment  loci  constructed  by  a  novel  scoring method.  PLoS  Computational 
Biology; October 23, Vol 10 No. 10, e1003898, doi: 10.1371/journal.pcbi.1003898 
My contribution  to  this work  included data analysis and writing  the manuscript. Seth 
D. Axen wrote the scripts necessary to collect the data and equally contributed to data 
analysis  and writing  the manuscript.  Cheryl  A.  Kerfeld  supervised  the  project  and 
contributed to writing the manuscript. 
 
Abbreviations: 
LoClass  Locus Classifier Algorithm developed in this study 
BMC  Bacterial Microcompartment 
BMC‐H  Bacterial Microcompartment shell protein that forms a hexamer 
(single PF00936 domain) 
BMC‐T  Bacterial Microcompartment shell protein that forms a trimer 
(tandem PF00936 domains) 
BMC‐P  Bacterial Microcompartment shell protein that forms a pentamer 
(single PF03319 domain) 
PDU  Propanediol utilization via a Vitamin B12‐dependent enzyme 
EUT  Ethanolamine utilization via a Vitamin B12‐dependent enzyme 
GRM  Glycyl radical enzyme‐containing metabolosome locus 
PVM  Metabolosome locus found in Planctomycetes and Verrucomicrobia 
phyla 
RMM  Metabolosome locus found in Rhodococcus and Mycobacteria genera 
ETU  Ethanol utilization 
MUF  Metabolosome locus of unknown function 
MIC  Metabolosome locus with incomplete core 
SPU  Sugar phosphate utilizing  
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AldDH  Aldehyde dehydrogenase 
AlcDH  Alcohol dehydrogenase 
PTAC  Phosphotransacetylase 
RuBisCO  Ribulose bisphosphate oxygenase/carboxylase 
SAM  s‐adenosylmethionine 
CoA  Coenzyme A 
NAD  Nicotinamide adenine dinucleotide 
 
Abstract 
Bacterial microcompartments  (BMCs)  are  proteinaceous  organelles  involved  in  both 
autotrophic and heterotrophic metabolism. All BMCs share homologous shell proteins 
but differ in their complement of enzymes; these are typically encoded adjacent to shell 
protein genes in genetic loci, or operons. To enable the identification and prediction of 
functional (sub)types of BMCs, we developed LoClass, an algorithm that finds putative 
BMC  loci  and  inventories, weights,  and  compares  their  constituent pfam domains  to 
construct a  locus similarity network and predict  locus (sub)types. In addition to using 
LoClass  to  analyze  sequences  in  the Non‐redundant Protein Database, we  compared 
predicted  BMC  loci  found  in  seven  candidate  bacterial  phyla  (six  from  single‐cell 
genomic  studies)  to  the  LoClass  taxonomy.  Together,  these  analyses  resulted  in  the 
identification  of  23  different  types  of  BMCs  encoded  in  30  distinct  locus  (sub)types 
found in 23 bacterial phyla. These include the two carboxysome types and a divergent 
set of metabolosomes, BMCs  that  share a  common  catalytic  core and process distinct 
substrates via  specific  signature  enzymes. Furthermore, many Candidate BMCs were 
found  that  lack  one  or more  core metabolosome  components,  including  one  that  is 
predicted  to  represent  an  entirely  new  paradigm  for  BMC‐associated  metabolism, 
joining the carboxysome and metabolosome. By placing these results in a phylogenetic 
context, we provide a framework for understanding the horizontal transfer of these loci, 
a  starting  point  for  studies  aimed  at  understanding  the  evolution  of  BMCs.  This 
comprehensive  taxonomy  of  BMC  loci,  based  on  their  constituent  protein  domains, 
foregrounds the functional diversity of BMCs and provides a reference for interpreting 
the  role of BMC gene  clusters  encoded  in  isolate,  single  cell,  and metagenomic data. 
Many  loci  encode  ancillary  functions  such  as  transporters  or  genes  for  cofactor 
assembly;  this  expanded  vocabulary  of  BMC‐related  functions  should  be  useful  for 
design of genetic modules for introducing BMCs in bioengineering applications. 
 
Introduction 
The  increasing availability of genomic sequence data enabled the discovery that many 
bacteria potentially form organelles. The identification of BMC shell protein genes, gene 
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cluster  conservation,  and  genomic  context were used  in  the  first  surveys  of putative 
BMC  functions  and  their  distribution  [1,2].  As  the  number  of  available  microbial 
genomes  increased,  a  correlation  network  for  co‐occurrence  of  protein  functional 
groups within  BMC  loci was  devised  [3]. A major  limitation  of  this method was  its 
gene‐centric  approach;  loci  could  only  be  predicted  manually  after  visualizing  the 
resulting co‐occurrence network of genes. Although this analysis effectively recovered a 
number of  loci that had been experimentally characterized, the reliance of the method 
on  co‐occurrence  of protein  functional groups made  it  insensitive  to  rare BMC  locus 
types. As  a  result,  several  BMC  types  that  had  been  previously  described  based  on 
genomic  context‐based  approaches  [1,2] were missed.  Furthermore,  the  presence  of 
highly  abundant  functional  groups  in multiple  different  BMC  locus  types  (such  as 
alcohol dehydrogenases) posed a problem because the clustering step sought to assign 
these  functional  groups  to  a  single  BMC  locus  type.  This  resulted  in  co‐occurrence 
networks  that do not  represent  the  true  co‐occurrence  of  genes within  a  given  locus 
type and underestimation of BMC diversity. The most recent gene‐centric bioinformatic 
survey  of  BMC  loci  divided  them  into  different  groups  based  on  pfams  of  known 
signature  enzymes  but  did  not  divide  them  into  functional  sub‐types,  predict  new 
signature enzymes, or define novel BMC locus types [4]. 
Here we present the results of a new approach, LoClass (Locus Classifier), to surveying 
and classifying BMC loci with an emphasis on discovery of novel BMC locus types and 
variants of the paradigmatic types. It is a novel locus‐centric method for predicting and 
sorting  loci  through  the generation of a  locus similarity network. To compare  loci, we 
approximate  the  functional attributes of a  locus by  representing  it as  the  set of pfam 
domains  encoded  by  genes  in  the  locus.  While  the  use  of  pfams  to  visualize  the 
functionality in a locus is relatively low‐resolution, in that one pfam may correspond to 
a variety of homologous sequences of different functions, this coarse resolution allows 
for  the  recognition  of  pfams  corresponding  to  the  functionally  similar  biochemical 
cores.  Moreover,  the  lost  resolution  is  regained  through  the  multiplicity  of  pfams 
conferring  organelle‐supporting  functions  present  in  any  given  locus;  the  diversity 
among these pfams aids in distinguishing different BMC locus types and sub‐types. By 
focusing on the regions flanking BMC shell protein genes instead of being confined to 
presumed operons, we are able  to  circumvent  the  lack of  transcriptional data  for  the 
majority of sequenced genomes that contain BMCs. LoClass also captures the genomic 
neighborhood of BMC shell protein genes, revealing that genes encoding the organelles 
are  frequently  situated  in  the  context of other genes  that provide ancillary  functions, 
such as regulation, co‐factor synthesis, or transport for BMC substrates. Recognition of 
these gene products and their roles in supporting BMC function will be useful both in 
functionally characterizing diverse BMCs and in the design of BMC locus modules that 
are  ready  for “plug and play” applications. Finally, LoClass  is able  to perform direct 
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comparisons and classification of loci, granting high sensitivity to rare locus types. The 
result  is a comprehensive taxonomy of BMC  locus (sub)types and the  identification of 
several novel putative BMC  locus  types,  including one  that we predict  extends BMC 
functions beyond the paradigmatic metabolosomes and carboxysomes. 
 
Results and Discussion 
Summary of BMC‐containing Loci and Description of Nomenclature 
The  numbers  of  genomes  and  loci  analyzed  using  LoClass,  as well  as  definitions  of 
terms  used  in  this Discussion  are  given  in  Table  1.  BMC  loci  are  prevalent  among 
Bacteria, found in a total of 23 bacterial phyla (Fig. 6). Sixteen phyla were identified by 
searching against NR and analyzing using LoClass; seven additional phyla were found 
after inclusion of BMC loci identified in candidate phyla and single‐cell genomes from 
IMG  (Fig. 6). The greatest diversity of BMC  locus  (sub)types  is  in  the Firmicutes and 
Gammaproteobacteria; however, these phyla also contain the highest numbers of BMC‐
containing genomes. Many of  these  (sub)types  also  appear  in distantly  related phyla 
(Fig. 6, Appendix A, Fig. S3). This distribution is consistent with the hypothesis that BMC 
loci are frequently horizontally transferred. 
Six  genomes  contain  the  highest  number  (five)  of  total  BMC  loci  in  one  genome 
(Appendix A, Table S2). Subtracting the satellite and satellite‐like  loci  in these genomes 
reduces  this number  to  two or  fewer Candidate/Confirmed Loci. Among all genomes 
surveyed,  as many  as  three  functionally distinct Candidate/Confirmed BMC Loci  are 
found within a single genome; this occurs  in 12 genomes surveyed (Appendix A, Table 
S2). Nearly every outlier in our analysis, including known and predicted cyanobacterial 
satellite BMC  loci  [5],  fulfill all  three of  the criteria  for satellite  loci  (see Materials and 
Methods; Appendix A, Dataset S1). 
 
Shell Protein Composition of Loci  
Based  on  the  experimental data  [6,7]  and  structural models  of BMCs,  the number of 
BMC‐H  (a major  component of  the  shell) genes  is expected  to be  larger  than  that  for 
BMC‐T  (presumably minor  shell  components)  and  BMC‐P  (only  required  to  cap  the 
vertices). We observed that each genome contains 3.5 BMC‐H genes, 1.4 BMC‐T genes, 
and  1.2 BMC‐P  genes  on  average per Candidate/Confirmed BMC Locus. The  largest 
number  of  BMC‐H  genes  predicted  in  any  one  genome  (fifteen)  is  in  Clostridium 
saccharolyticum  WM1  (Appendix  A,  Table  S2),  distributed  across  three 
Candidate/Confirmed Loci. Four genomes contain the highest count (five) BMC‐T genes 
in  any  genome:  Desulfosporosinus  orientis  DSM  765,  Desulfosporosinus  meridiei  DSM 
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13257,  and  two  strains  of  Clostridium  kluyveri  (Appendix  A,  Table  S2);  these  are 
distributed  across  two  to  three  Candidate/Confirmed  BMC  Loci. Melioribacter  roseus 
P3M‐2 exceeds every other genome in BMC‐P count, with a total of seven genes spread 
out  across  five  loci,  four  of  which  are  satellite/satellite‐like  loci.  No  other  genome 
contains more  than  three BMC‐P genes. While we  found  that BMC‐H genes  typically 
outnumber BMC‐T  and BMC‐P genes,  this  is not  always  the  case. The most  extreme 
example is Haliangium ochraceum DSM 14365, which contains three BMC‐T, three BMC‐
P genes, and only one BMC‐H. Despite  the unusual proportion of BMC  shell protein 
gene types in this genome, recent expression of the seven H. ochraceum shell proteins in 
E. coli resulted in remarkably homogeneous and stable BMC shells that could be readily 
purified in large quantities [8]. 
 
The Alpha‐ and Beta‐Carboxysome Loci (Cluster 1)  
The  two  types  of  carboxysomes  are  named  for  the  form  of  encapsulated  RuBisCO; 
alpha‐carboxysomes  encapsulate  form  1A  RuBisCO,  beta‐carboxysomes  encapsulate 
form 1B RuBisCO [9]. Alpha‐carboxysome loci are found in the phylum Cyanobacteria, 
as  well  as  in  some  chemoautotrophs  from  the  phyla  Actinobacteria, 
Alphaproteobacteria, Betaproteobacteria, and Gammaproteobacteria (Fig. 6, Appendix A, 
Table  S1).  The  common  core  of  all  alpha‐carboxysome  loci  consists  of  genes  for  the 
RuBisCO  large  (CbbL) and small  (CbbS) subunits, a beta carbonic anhydrase CsoSCA 
[10],  a  protein  of  unknown  function  CsoS2,  and  an  accessory  protein,  a  pterin 
dehydratase‐like RuBisCO assembly factor [11] (Fig. 4, Appendix A, Dataset S1). 
The alpha‐carboxyome loci of chemoautotrophs and cyanobacteria are distinguished by 
differences  in  the  genes  flanking  the  conserved  core  (Fig.  4).  For  example,  most 
chemoautotrophic  loci encode a protein 27‐39%  identical  to  the LysR  family regulator 
CbbR  (UniProtKB:  P52690)  [12], while  no  cyanobacterial  alpha‐carboxysome  loci  do, 
presumably because  the carboxysome  is constitutively expressed. This gene  is usually 
encoded  immediately  upstream  of  cbbL  and,  in  two  of  these  loci,  has  been  shown 
experimentally  to  regulate  and  be  divergently  transcribed  from  the  carboxysome 
operon  [13,14]  (Fig. 4, Appendix A, Dataset S1). Other proteins encoded  in over half of 
the  20  chemoautotroph  carboxysome  loci  are  bacterioferritin,  the  accessory  proteins 
CbbO  and  CbbQ  involved  in  RuBisCO  activation,  a  UPF0753  family  protein  of 
unknown  function,  and  a  homolog  to  the  chromosome  partitioning  protein  ParA 
(Appendix  A, Dataset  S1).  ParA  has  been  implicated  in  spatial  arrangement  of  beta‐
carboxysomes  in  the  cyanobacterium  Synechococcus  elongatus  PCC  7942  [15]. 
Approximately half of the loci in chemoautotrophs encode a protein 34‐39% identical to 
NdhF  (UniProtKB: P31971), part of  the NDH‐1  complex;  some paralogs of NdhF  are 
involved in CO2 uptake (reviewed in [16]; [17]). 
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Cyanobacterial  alpha‐carboxysome  loci  are  found  in  the  Prochlorococcus  and marine 
Synechococcus  genomes  (Appendix  A,  Table  S2).  In  addition  to  the  core  alpha‐
carboxysome proteins,  these  loci  always  encode  a Ham1  family protein  of unknown 
function  on  the  opposite  strand.  (Appendix A, Dataset  S1).  Furthermore, nearly  all  of 
these loci encode the light‐independent (dark‐operative) protochlorophyllide reductase 
(DPOR)  subunits ChlB, ChlN, and ChlL and  the  light‐dependent protochlorophyllide 
reductase  (LPOR)  (Appendix A, Dataset  S1). However,  the benefit of  co‐localizing  the 
LPOR  and DPOR  chlorophyll  biosynthesis  systems with  the  carboxysome  operon  is 
unclear. The NDH‐13/NDH‐14 CO2 uptake  system, which  includes NdhD, NdhF,  and 
ChpX/Y  (reviewed  in  [16]),  is  encoded  in  the marine  Synechococcus  loci  (Appendix A, 
Dataset S1). 
Beta‐carboxysome  loci  vary  significantly  from  one  another,  as  depicted  by  the  loose 
locus similarity network  (Appendix A, Fig. S1).  In addition  to  the shell proteins CcmK 
and  CcmL,  the  only  proteins  encoded  in  every  beta‐carboxysome  locus  are  the  ‐
carbonic anhydrase homolog, CcmM  [18], and CcmN  [1]  (Fig. 4, Appendix A, Dataset 
S1);  both  are  essential  for  beta‐carboxysome  formation  [1,19,20].  Interestingly,  the 
carboxysome signature genes, the RuBisCO large and small subunits (RbcL and RbcS), 
are only encoded in approximately a quarter of beta‐carboxysome loci (Appendix A, Fig. 
S2),  almost  always with  the  RuBisCO  chaperone  RbcX  (Appendix  A, Dataset  S1).  In 
contrast, the presumed accessory genes for inorganic carbon uptake, the NDH‐13/NDH‐
14 gene cluster present in the marine Synechococcus alpha‐carboxysome loci, are encoded 
in 70% of the beta‐carboxysome loci (Fig. 4, Appendix A, Dataset S1). 
 
The BMC Loci of Heterotrophs  
Certain  pfams  are  highly  abundant  across  many  different  heterotrophic  BMC  loci. 
Notably,  the  majority  of  Candidate/Confirmed  BMC  Loci  analyzed  with  LoClass 
(excluding carboxysome loci) contain the metabolosome core genes (Fig. 1B) for AldDH 
(PF00171; 94%), AlcDH  (PF00465; 76%), and PduL  (PF06130; 66%), a PTAC, as well as 
PduV/EutP  proteins  of  unknown  function  (PF10662;  68%).  57%  of  satellite‐like  loci 
encode a PduV/EutP pfam nearby  the BMC shell protein gene(s)  (Appendix A, Dataset 
S1). 
 
The Propanediol Utilizing (PDU) Loci (Cluster 2.1)  
The  PDU1A‐D  loci  are  relatively  syntenic  (Fig.  4);  the  sub‐types  generally  group 
phylogenetically but are confined  to  two phyla  (Fig. 6, Appendix A, Table S1). PDU1A 
loci  include  the experimentally characterized propanediol utilization operon  found  in 
Salmonella enterica [21] (Appendix A, Table S2). The PDU1A and C loci contain part of the 
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cob operon, which encodes the accessory function of synthesizing cobalamin (Appendix 
A,  Dataset  S1).  Cobalamin,  or  vitamin  B12,  is  a  required  cofactor  for  propanediol 
dehydratase, the signature enzyme of the PDU loci [22].  
Other PDU1 sub‐types are  typically distinguished by  the absence of PDU1A ancillary 
genes. For example, PduS oxidoreductase, which is involved in cobalamin biosynthesis 
[23], is not found in PDU1C loci. PduW, a propionate kinase, is absent from PDU1B loci 
(Appendix A, Fig. S2). The PocR regulatory protein is not present in PDU1C and PDU1D 
sub‐types. An  interesting difference between PDU1D  loci  and other PDU1  loci  is  the 
presence of a putative two component regulatory system, in which the histidine kinase 
contains a PocR‐domain (Appendix A, Dataset S1). The PocR domain is also found in the 
AraC  family  regulatory  protein  of  the  PDU1A  loci  as  well  as  in  several  other 
uncharacterized  regulatory proteins  [24]. This  is  a previously undescribed  regulatory 
mechanism for the PDU metabolosome, though a similar PocR‐domain containing two‐
component  system  has  been  described  for  the  1,3‐propanediol  synthesis  operon  in 
Clostridium butyricum [25]. 
Cluster 2.1 also contains a PDU‐like locus, found in Clostridium kluyveri. This appears to 
be a reduced PDU  locus,  lacking the medium subunit (PduD) of the diol dehydratase, 
and the core AldDH and AlcDH enzymes (Fig. 4, Appendix A, Fig. S2). Another unique 
feature  is  the  presence  of  four  PduS  homologs  (Fig.  4).  The  additional  AlcDH  and 
AldDH  necessary  to  form  a metabolosome  core  enzyme  set may  be  supplied  by  the 
ethanol  utilizing  (ETU)  locus  (Fig.  4;  discussed  below)  elsewhere  in  the  genome. 
Additional observations  for and comparisons of  the various PDU  locus  (sub)types are 
included in Appendix A, Text S1. 
 
The Ethanolamine Utilizing (EUT) BMC Loci (Cluster 3)  
EUT1  loci contain the experimentally characterized ethanolamine utilization operon  in 
Salmonella enterica. All EUT1 loci except for one are found in the Gammaproteobacteria 
(Appendix A, Tables S1 and S2), the majority in pathogenic enterobacteria. The EUT2 loci 
form  a  much  looser  similarity  network  than  those  of  EUT1  (Appendix  A,  Fig.  S1), 
indicating a great deal more variety between  the  loci. While nearly all EUT1  loci are 
found  in  one  phylum,  EUT2  sub‐types  are  found  in  organisms  inhabiting  diverse 
environments;  representatives  are  found  in  four  phyla,  the  majority  in  Firmicutes 
(Appendix A, Table S1 and Fig. S3). EUT3  loci are  found only  in  two Desulfitobacterium 
hafniense strains. All three of the EUT locus types encode both subunits of the signature 
enzyme ethanolamine ammonia lyase   as well as its reactivating factor, but they differ 
in presence and type of core metabolosome components, regulatory proteins, and genes 
that  encode  ancillary  functions.  Three  features  distinguish  nearly  every  EUT2  locus 
from the EUT1 loci. First, while EUT2 loci usually encode a PduL‐like PTAC, EUT1 loci 
36 
 
uniquely among BMC loci encode the pta‐like PTAC EutD (Fig. 4, Appendix A, Fig. S2). 
Additionally,  nearly  half  of  the  EUT2  loci  lack  a  complete metabolosome  core;  only 
EUT2A  encodes  the EutG AlcDH  (Fig.  4). Moreover,  in place  of  the EutR  regulatory 
protein [26] found in EUT1 loci, a two‐component regulatory system [27] is encoded in 
87%  of  the  EUT2  loci  (Appendix  A,  Fig.  S2).  By  contrast,  EUT3  loci  lack  all  of  the 
metabolosome  core  enzymes  but  encode  the  signature  enzyme  subunits. D.  hafniense 
also  encodes  two additional BMC  loci which  could  contribute  the AldDH and PTAC 
enzymes for the EUT BMC, but none of these loci encode an obvious AlcDH, indicating 
that EUT3 may not be a  functional BMC or  that  the  requisite AlcDH  function  is one 
encoded elsewhere in the genome. 
Notably,  LoClass  detected  several  genes  that  have  not  previously  been  linked  to 
ethanolamine  utilization  in  90%  of  EUT1  loci  (Fig.  4,  Appendix  A,  Dataset  S1).  For 
example, LoClass underscored a connection between the eut operon in EUT1 and a gene 
in  the  locus  encoding malic  enzyme MaeB, but  its  significance  to  the  function of  the 
EUT1 BMC  is unknown, although  there are hints of a  connection. The C‐terminus of 
MaeB    contains  a  non‐functional EutD‐like PTAC domain  [28]. MaeB  is  inhibited  by 
acetyl‐CoA [28], the substrate of the PTAC reaction. Also encoded in the EUT1 locus are 
the accessory proteins HemF coproporphyrinogen III oxidase and YfeX porphyrinogen 
oxidase  [29], which may be  involved  in cobalamin metabolism. Only EUT2C  loci  lack 
the accessory protein EutT (cobalamin adenosyltransferase) and EutQ (a member of the 
cupin family of unknown function [30]), otherwise found  in EUT1 and all other EUT2 
locus  sub‐types  (Appendix A, Dataset  S1). Both  EUT2B  and  2D  loci  encode  the PduS 
oxidoreductase,  a  flavoprotein,  and  an  acetate  kinase,  which  could  convert  acetyl‐
phosphate  to  acetate,  generating  ATP  (Fig.  1B).  Instead  of  the  two‐component 
regulatory system found in other EUT2 loci, EUT2D encodes a PocR domain‐containing 
regulatory protein. Additional  observations  for  and  comparisons  of  the  various EUT 
locus (sub)types are included in Appendix A, Text S1. 
 
The Propanediol and Ethanolamine Utilizing (PDU/EUT) Fusion Loci (Cluster 2.1.1.2)  
LoClass  identified  the  first  examples  of  fusions  of  BMC  loci. With  one  exception  (a 
PDU/GRM fusion, Appendix A, Dataset S1), these are combinations of various PDU and 
EUT loci. They are found primarily in the genus Listeria, as well as in the genomes of the 
actinobacterium  Propionibacterium  sp.  oral  taxon  192  str.  F0372,  the  firmicute 
Streptococcus  sanguinis  SK36,  and  the  fusobacterium  Sebaldella  termitidis ATCC  33386 
(Appendix A, Table S2). This locus has been previously described in Listeria species [31–
33]. Although  the EUT  segment  of  the  fusion was  assumed  to  be  comparable  to  the 
canonical eut operon (EUT1 in the LoClass taxonomy), it is instead more closely related 
to  EUT2A  loci  (Fig.  4).  This  is  fused  to  a  rearranged  PDU1A  locus  that  contains 
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additional AlcDH genes at its terminus (Fig. 4). Despite the merging of the PDU1A and 
EUT2A  loci  in  Listeria,  there  is  no  evidence  to  suggest  that  they  are  co‐transcribed. 
Indeed,  the  regulatory protein PocR  is present  in  the PDU  region of  the  fusion  locus, 
and the two‐component regulatory proteins common to EUT2A loci are encoded in the 
EUT2  region  (Fig. 4), suggesting  that  these are  independently  regulated. Both  regions 
include ancillary genes related to cobalamin synthesis (Appendix A, Dataset S1). 
The non‐Listeria PDU/EUT  loci are quite different from those of Listeria and from each 
other. The most significant examples are in S. sanguinis and Propionibacterium, where the 
order in which the PDU and EUT loci appear in the genome is inverted compared to the 
order  in  Listeria  (Appendix A, Dataset  S1),  suggesting  that  they may  have  originated 
from fusion events distinct from that, which generated the Listeria fusion locus.  
 Several selective pressures may potentially have driven  the repeated  fusion events of 
these  two  particular  classes  of  loci,  such  as  the  benefit  of  coregulation  with  the 
cobalamin  biosynthesis  genes  found  in  the merged  locus,  since  both  PDU  and  EUT 
require  vitamin  B12  as  a  cofactor.   A  PDU/EUT merger would  be  significantly more 
effective if the host organisms are commonly exposed to environments that contain both 
propanediol  and  ethanolamine.  For  example,  the    PDU  and  EUT  loci  have  been 
implicated  in  improving  the  intracellular  growth  (and,  as  a  result,  virulence)  of  S. 
enterica [34] and L. monocytogenes [32], implying that propanediol and ethanolamine are 
relevant  to pathogenesis. However,  the PDU and EUT  loci are  separate  in S.  enterica, 
suggesting that other factors may have driven a fusion event in L. monocytogenes, such 
as  evolutionary pressures  for a  reduced genome; L. monocytogenes has a genome of 3 
Mbp, while S. enterica has a genome of almost 5 Mbp. Similar evolutionary forces may 
have been at play to fuse the PDU and EUT loci in the non‐pathogenic strains. 
 
The Glycyl Radical Enzyme‐containing Microcompartment (GRM) Loci (Clusters 2.2‐2.5, 4.2)  
LoClass  identified  five  distinct  types  of  loci  that  contain  the  metabolosome  core 
enzymes and a glycyl radical enzyme  (Appendix A, Fig. S1), which, with  its activating 
enzyme, we predict to be the signature enzymes of this class of metabolosome (Fig. 4). 
GRM  loci are widespread,  found  in members of  the phyla Actinobacteria, Firmicutes, 
Proteobacteria  (Appendix A, Table  S1),  and  are differentiated  by  their  complement  of 
shell proteins  and  accessory  genes,  such  as  regulators,  transporters,  and  other  genes 
that could encode ancillary functions.  
The GRM1 locus (Cluster 2.2) is mainly found in the Firmicutes but also in some species 
of the Deltaproteobacteria and Olsenella uli, a member of the Actinobacteria (Appendix A, 
Table S2). This  locus  encodes one additional AldDH  (Fig. 4, Appendix A, Dataset S1), 
suggesting  that  this  metabolosome  may  degrade  several  different  aldehydes. 
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Accordingly, we aligned all AldDH sequences  found  in metabolosome  loci  to  identify 
differences  in  the  active  site  (data  not  shown).  Surprisingly, we  observed  that  in  all 
GRM1  loci with  two AldDHs,  one  of  the  genes  contains  a mutation  in  the  catalytic 
cysteine  to  either  a  serine  or  proline,  indicating  that  the  enzyme  cannot  efficiently 
catalyze a dehydrogenation reaction [35,36]. Catalytically defunct enzyme domains are 
likewise  found  in  the  carboxysome  [1,10,37].  Frequently,  nonfunctional  enzyme 
domains act as scaffolds or regulators in various systems (reviewed in [38]); this second 
AldDH could have similar functions in the GRM1 loci. 
Apart  from  the  signature  and  core  enzymes,  other  notable  ancillary  proteins  in  the 
GRM1  loci  include homologs  to PduS, PduV/EutP, EutQ, EutJ, a multidrug  resistance 
(MDR) efflux transporter, and a predicted transcription factor (Appendix A, Dataset S1). 
In  the  PDU metabolosome,  PduS  is  involved  in  the  biosynthesis  of  vitamin  B12,  an 
essential  cofactor  for  propionaldehyde  dehydrogenase  [23,39,40].  Its  conservation  in 
GRM1  loci  is unexpected, as there are no B12‐dependent enzymes present  in  the  locus. 
PduS has an iron sulfur cluster‐binding domain, as does PduT (a BMC‐T shell protein) 
and the pair of proteins has been proposed to be  involved  in electron transport across 
the shell  [41,42]. The cysteine coordinating  the 4Fe‐4S cluster  in PduT  is conserved  in 
the BMC‐T protein  in  the GRM1  loci. Therefore,  it  is plausible  that  the PduS homolog 
could accept electrons from the PduT homolog, either for catalytic purposes, and/or for 
shuttling  electrons  out  of  the  shell.  PduV,  EutP,  EutQ,  and  EutJ  are  all  proteins  of 
unknown function but are conserved members of their respective Confirmed (PDU1 or 
EUT1)  Loci.  The  glycyl  radical  enzyme  of  the GRM1  locus  has  been  experimentally 
characterized;  it  is  a  choline  lyase, producing  trimethylamine  and  acetaldehyde  [43], 
similar  to  the  EUT  BMC  in  which  the  signature  enzyme  produces  ammonia  and 
acetaldehyde [44,45]. 
The GRM2 locus (Cluster 2.3) is only found in the Gammaproteobacteria and mainly in 
pathogens.  The  only  ancillary  genes  encoded  in  this  locus  are  three  distinct 
transcription  factors  (with  only  one  found  in  all  GRM2  loci)  and  two  multi‐drug 
resistance  proteins  (Fig.  4).  Due  to  their  conservation  within  the  GRM2  locus,  the 
transporters  are  likely  related  to  the  function  of  the  metabolosome,  perhaps  as 
transporters for substrate. Interestingly, this locus does not contain any genes for BMC‐
T shell proteins, while the other GRM loci do (Fig. 4), suggesting GRM2 metabolosomes 
differ  from  the  other GRM BMCs  in  some  aspect  of metabolite  flux  across  the  shell. 
Although  functional  metabolosomes  lacking  BMC‐T  proteins  are  known  [46],  the 
majority  of  BMC  loci  (27  of  30 Candidate/Confirmed  BMC  Locus  (sub)types;  Fig.  4, 
Appendix A, Dataset S1) encode one or more BMC‐T proteins. 
The GRM3 locus (Cluster 2.4) is found in both innocuous and pathogenic species of the 
Clostridium, Desulfosporosinus,  and Oscillibacter genera of  the Firmicutes,  as well  as  in 
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various  alpha‐  and  gammaproteobacteria  (Appendix  A,  Tables  S1  and  S2).  Ancillary 
proteins encoded  in  the  loci  include acetate kinase, a peptidase, a  flavoprotein, a EutJ 
homolog,  S‐adenosylmethionine  synthetase,  a  pair  of  two‐component  signaling 
proteins,  and  a  protein with  a  domain  of  unknown  function  (DUF336;  Appendix  A, 
Dataset S1). The potential role of a peptidase in the context of a BMC is unclear; perhaps 
it plays a regulatory role. The flavoprotein could be involved in a peripheral enzymatic 
step (including a possible role as an electron shuttle). S‐adenosylmethionine (SAM) is a 
required  cofactor  for  glycyl  radical  enzyme  chemistry  (reviewed  in  [47]),  and  the 
presence of SAM synthetase  indicates  that  the  locus encodes  the accessory function of 
synthesizing  SAM  from  ATP  and  methionine.  Along  with  an  adenosyltransferase 
domain, DUF336  is  one  of  two domains  found  in PduO,  an  enzyme  involved  in  the 
synthesis of vitamin B12 in the PDU BMC [48].  
The GRM4 locus (Cluster 2.5) is restricted to two Shewanella species (Appendix A, Table 
S2). Without additional examples for comparison, we confined predictions of ancillary 
genes to those found within the region bounded by the core AlcDH and shell proteins 
(Fig.  4).  In  this  set of genes,  there  is  a major  intrinsic protein  (65.59%  identity  to  the 
PduF  transporter  in S.  enterica), as well as a protein  containing  the PduO  component 
domain DUF336 (see above; Appendix A, Dataset S1). 
The GRM5  locus  (Cluster  4.2)  is only  found  in  firmicutes of  the Ruminococcus genus, 
Roseburia inulinivorans, and Clostridium phytofermentans (Appendix A, Table S2). Ancillary 
genes within this locus consist of a transcriptional regulator in the DeoR family, a PduS 
homolog,  a  class  II  aldolase,  a  hydrolase,  and  a  protein with DUF336  (Appendix  A, 
Dataset  S1).  Transcriptional  profiling  of  this  locus  suggests  that  its  function  is  the 
anaerobic degradation of L‐fucose and L‐rhamnose,  similar deoxy  sugars  [49,50]. The 
aldolase is expected to cleave the hexose, one product being lactaldehyde that is further 
converted to propanediol, which the glycyl radical enzyme is expected to dehydrate to 
propionaldehyde [50]. The predicted AlcDH [50] in this locus contains the zinc‐binding 
dehydrogenase pfams, which are different than the typical AlcDH pfam found in BMC 
loci (iron‐binding), indicating that the specific type of a core component can be plastic 
as long as the function is maintained.  
It was surprising to us that LoClass should form so many different BMC clusters that all 
contain  the  same  signature  enzyme.  In  order  to  further  clarify  this  observation, we 
constructed phylogenies of the glycyl radical enzymes of these loci, with known glycyl 
radical  enzymes  as outgroups  (Appendix A, Fig S4). What  is  immediately  apparent  is 
that the GRM3, 4, and 5‐associated glycyl radical enzymes all fall within the same clade, 
alongside a glycerol dehydratase (Appendix A, Fig. S4, Orange). Glycerol is very closely 
related  to  propanediol,  and  glycerol  dehydratase  has  also  been  shown  to  dehydrate 
propanediol [25]. Given that the glycyl radical enzyme associated with the GRM5 locus 
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is predicted to be involved in degrading L‐fucose and L‐rhamnose via propanediol, this 
placement makes sense, and also indicates that the GRM3 and GRM4 loci are involved 
in degrading propanediol. Interestingly, GRM1‐associated glycyl radical enzymes form 
three  distinct  clades,  (Appendix  A,  Fig  S4,  Green,  Cyan,  Pink)  of  which  the  green‐
highlighted clade contains  the characterized choline  lyase  [43]. Two clades are closely 
associated  (Appendix A, Fig S4, Green, Cyan) and may  indicate  they have  the same or 
very  similar  function,  but  one  clade  appears  to  be  very  phylogenetically  distant 
(Appendix A, Fig S4, Pink), which suggests that it acts on a different substrate altogether. 
GRM2 sequences also form their own clade (Appendix A, Fig S4, Blue), although this is 
in close proximity to other GRM1 sequences, suggesting they have similar function.  
 
Planctomycetes and Verrucomicrobia‐type (PVM) and PVM‐like Loci (Clusters 4.1 and 4.3)  
One  BMC  locus  (Cluster  4.1)  is  almost  exclusively  restricted  to  species  in  the  phyla 
Planctomycetes  and Verrucomicrobia  (Appendix A, Table  S1).  Its  signature  enzyme  is 
likely  the  class  II  aldolase  encoded  within  the  locus,  which  is  homologous  to  the 
signature  enzyme  in  GRM5.  Ancillary  genes  include  a  DeoR‐family  transcriptional 
regulator  and  an  acetate  kinase  (Appendix A, Dataset  S1). Again,  the  hypothesis  that 
some plasticity  is  tolerated  in  the core enzyme composition  is supported by  the PVM 
BMC;  a  gene with  the  lactate/malate  dehydrogenase  pfams  is  likely  to  provide  core 
AlcDH function for the PVM BMC, as it is the only gene (other than AldDH) present in 
the locus that could regenerate NAD+. 
PVM‐like  loci  (Cluster 4.2) are  compositionally distinct yet  cluster with  the PVM  loci 
(Fig.  3).  The  PVM‐like  loci  are  found  in  diverse  members  of  the  Firmicutes,  the 
actinobacterium  Candidatus  Solibacter  usitatus,  and  the  ignavibacterium  Melioribacter 
roseus (Appendix A, Table S2). A class II aldolase is found in each these loci, and a DeoR 
family transcriptional regulator is found in most, but only one encodes the core AlcDH 
(Appendix A, Dataset S1). The complement of shell protein genes is also peculiar; most of 
the PVM‐like  loci encode more BMC‐H  than BMC‐P proteins; only M.  roseus and one 
locus in S. usitatus have ratios characteristic of the PVM loci, which generally have more 
BMC‐P than BMC‐H proteins (Appendix A, Table S2). One locus completely lacks BMC‐
P genes, but this is one of two PVM‐like loci in the S. usitatus genome; the other locus 
does  encode BMC‐P genes,  and  the gene products  of  the  two  loci  could  constitute  a 
functional organelle (Appendix A, Dataset S1). Given that the GRM5 locus also contains 
an aldolase, these similarities in shell protein complement may indicate that most of the 
PVM‐like loci are more closely related to the GRM5 loci, while the loci in M. roseus and 
S.  usitatus  could  be more  closely  related  to  the PVM  loci.  Indeed,  by  comparing  the 
genetic organization between the GRM5, PVM‐like, and PVM representative loci in Fig. 
4,  the PVM‐like  representative  locus  is more  syntenic  to  the GRM5  locus  than  to  the 
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PVM  locus,  where  the  gene  order  is  completely  different.  Considering  these 
observations, the PVM‐like loci may be fragments of a related locus, perhaps GRM5.  
 
The Ethanol‐Utilizing (ETU) Metabolosome Loci in Clostridium kluyveri (Cluster 2.7)  
One BMC locus, present in two Clostridium kluyveri species, forms a distinct subgroup of 
Cluster 2 (Appendix A, Fig. S1). Although this locus fits our definition of a satellite locus, 
this set of genes has been implicated in ethanol degradation, where ethanol is oxidized 
to  acetyl‐CoA  in  two  enzymatic  steps  [51–53].  The  locus  contains  an  incomplete 
metabolosome  core,  only  encoding  two AldDHs with  identical  sequences  and  three 
AlcDHs (Fig. 4), which can assemble into an aldehyde‐alcohol dehydrogenase complex 
[51,52].  The  proposed  biochemical  pathway  for  ethanol  utilization,  ethanol  to 
acetaldehyde  to  acetyl‐CoA,  consumes  two NAD+  and  one CoA. However,  it  is  not 
obvious how these cofactors are recycled; the locus lacks a PTAC, and using any of the 
AlcDHs  to  recycle NAD+ would  result  in  a  futile  cycle.  It  is  appealing  to  solve  this 
conundrum by positing that a BMC shell is not formed, but polyhedral structures have 
been observed  in  this species when  fermenting ethanol and acetate  [54].  Interestingly, 
the  locus  also  lacks  genes  for  BMC‐P  proteins, which  are  required  to  complete  the 
diffusional  barrier  formed  by  the  shell;  shells  deficient  in  BMC‐P  proteins  are more 
“leaky” [55,56]. It may be that the ETU BMC shell is open enough that cofactor recycling 
within  the  organelle  is  not  required.  Although  a  leaky  shell  may  not  effectively 
sequester  acetaldehyde,  there  may  be  another  benefit  to  spatially  clustering  the 
enzymes,  such  as  substrate  channeling. Alternatively, genes  from  the PDU‐like  locus 
present  in  this  species  (Fig.  4;  see  above)  could  be  co‐opted,  providing  the  BMC‐T, 
BMC‐P, and PTAC genes to form a complete metabolosome. 
 
Metabolosomes of Unknown Function (RMM, MUF, MIC; Clusters 2.6, 5, 2.1.2, and 7)  
In addition to Candidate/Confirmed Loci that we could classify and for which we could 
infer putative BMC‐related reactions, we also  identified  five  locus  types  for which we 
could  not  easily  predict  a  function.  Four  of  these  are  distinctly  different  from 
metabolosomes  in  that  they do not encode a complete biochemical core. Two of  these 
locus  types  are  found  exclusively  in  members  of  the  phylum  Actinobacteria  – 
specifically  in  several  species  of  the  genus  Mycobacterium  and  in  Rhodococcus  jostii 
(Appendix  A,  Table  S2);  accordingly,  we  refer  to  these  as  the  Rhodococcus  and 
Mycobacterium Microcompartment (RMM) loci. Two more locus types were observed in 
phylogenetically distinct organisms; these are designated Metabolosomes of Unknown 
Function (MUF) or Metabolosomes with an Incomplete Core (MIC). 
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The major  difference  between  the  two  types  of  RMM  loci  is  the  presence  (RMM2; 
Cluster 2.1.2) or absence (RMM1; Cluster 5) of diol dehydratase genes (Fig. 4). Putative 
ancillary  proteins  encoded  in  the  RMM1  locus  include  multiple  hydrolases,  a 
phosphotransferase,  a  short  chain  dehydrogenase,  an  amino  acid  permease,  and  a 
regulatory protein of the GntR family (Appendix A, Dataset S1). Amino‐2‐propanol has 
been shown to be an  inducer of the short chain dehydrogenase via GntR [57], and the 
short  chain  dehydrogenase  has  been  shown  to  convert  amino‐2‐propanol  to 
aminoacetone [58]. If the aminotransferase were to act on aminoacetone, methylgyloxal 
would be produced, which is extremely toxic (reviewed in [59]). This toxicity could be 
alleviated  by  conversion  of  methylglyoxal  to  pyruvyl‐CoA  by  the  core  AldDH. 
However,  as mentioned  above,  both  the NAD+  and  CoA  used  in  this  step must  be 
regenerated somehow within the compartment, and the core metabolosome genes to do 
so  are  not  obviously  present.  Perhaps  the  aforementioned  ancillary  enzymes  form  a 
circuit  that recycles  the required cofactors. For example, a hydrolase could regenerate 
CoA  to  form  lactate. Alternatively,  it may  be  that  some  BMC  shells  allow  cofactors 
across,  or  that  the  AldDH may  not  be  acylating,  at  least  not  requiring  CoA  to  be 
recycled. 
The RMM2  locus contains  the  same  set of genes as RMM1 but has  several additional 
genes  and  diol  dehydratase  homologs,  while  the  hydrolases  present  in  RMM1  are 
absent  (Appendix A, Dataset  S1).  Based  on  their  annotations,  none  of  the  constituent 
genes appear to catalyze the regeneration of NAD+ or CoA. The subset of genes in the 
locus  spanning  from  the  permease  to  the  transcription  factor  are  highly  syntenic 
between RMM1 and RMM2 (Fig. 4), suggesting that RMM1 and RMM2 metabolosomes 
function  similarly  but  have  different  peripheral  reactions.  Furthermore,  the  diol 
dehydratase genes are on the opposite strand from these ancillary genes and would not 
be on the same polycistronic message as the rest of the genes in the locus. We interpret 
these observations to indicate that the RMM2 BMC does not utilize the diol dehydratase 
genes  and  is  instead  involved  in  amino  alcohol degradation. Alternatively,  the BMC 
may be bifunctional, capable of using both the diol dehydratase and aminotransferase 
as signature enzymes. 
The MUF  locus  (Cluster 2.6)  is present  in Clostridium botulinum B str. Eklund 17B and 
Clostridium  botulinum  E3  str.  Alaska  E43  (Appendix  A,  Table  S2)  and  includes  all 
metabolosome  core  enzymes  but  lacks  a  prospective  signature  enzyme  (Fig.  4).  This 
locus also encodes BMC‐H, BMC‐T, and BMC‐P as well as PduS‐ and EutJ‐like proteins 
(Appendix A, Dataset  S1). These observations  indicate  that MUF  is  likely  a  functional 
metabolosome, possibly involved in degradation of an unspecified aldehyde, or that its 
signature enzyme is recruited from elsewhere in the genome.  
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The MIC1  (Cluster  7) metabolosome  locus  contains  a  dehydrogenase  in  addition  to 
AldDH and two putative AlcDHs, as well as a hydrolase, a phosphatase, and an MreB‐
like protein (Appendix A, Dataset S1), but lacks a PTAC and a signature enzyme, which 
may  be  encoded  elsewhere  in  the  genome.  One  dehydrogenase  contains  the 
lactate/malate dehydrogenase pfams, similar  to  the predicted core AlcDH  in  the PVM 
locus, while  one  contains  the  zinc‐binding dehydrogenase pfams  found  in  the GRE5 
locus, so we could not resolve which provides  the core recycling  function. Due  to  the 
low number of conserved genes  in  the  locus,  it  is not possible  to predict how CoA  is 
recycled.  However,  as  for  the  RMM  loci,  there  are  possible  alternatives  for 
circumventing this necessity (discussed above).  
Four additional MIC loci (Appendix A, Dataset S1), each with incomplete metabolosome 
cores, were  identified, and  there  is only one representative of each. These  include  loci 
from  the  actinobacterium  Verrucosispora  maris  AB‐18‐032  and  the  firmicute  Mahella 
australiensis 50‐1 BON, each of which encodes a class II aldolase, which could serve as 
the  signature  enzyme  (Appendix  A,  Dataset  S1).  Other  MIC  loci  are  found  in  the 
deltaproteobacterium  Haliangium  ochraceum  and  in  Synergistetes  bacterium  SGP1 
(Appendix A, Dataset S1). Based on the presence of an AldDH, the RMM and MIC BMCs 
likely encapsulate an aldehyde, but the absence of AlcDH and/or PTAC to recycle CoA 
and NAD+  indicates cofactor  recycling  is not absolutely  required.  If  this hypothesis  is 
correct,  these  BMCs  would  be  inaugural  members  of  a  new  class  of  aldehyde‐
processing metabolosomes.  
 
BMC Loci from Candidate Phyla Including Single‐Cell Genomes  
We also identified loci found in candidate phyla mostly comprised of incomplete single‐
cell genomes and compared them to the BMC taxonomy (Fig. 4). Many of these loci are 
incomplete,  occurring  at  the  end  of  a  scaffold.  However many  fragments  are  long 
enough to show synteny to other  loci of the same type and to differentiate them from 
Candidate/Confirmed BMC Loci identified in NR (Appendix A, Dataset S2). The majority 
of these divide into two main types, discussed below. 
One  Candidate  BMC  Locus  type  found  in  single‐cell  genomes  belonging  to  the 
Atribacteria, Gemmatimonadetes,  and Marinimicrobia genera  (Fig.  6, Appendix A, Dataset 
S2) contains an aldolase 52‐57% identical to DeoC deoxyribose‐phosphate aldolase (EC: 
4.1.2.4; UniProtKB: Q9X1P5), a class  I aldolase  that cleaves 2‐deoxyribose 5‐phosphate 
into  glyceraldehyde‐3‐phosphate  and  acetaldehyde  [60].  These  loci  also  contain  an 
AldDH,  possibly  forming  acetyl‐CoA  from  acetaldehyde.  Moreover,  all  but 
Marinimicrobia contain a PduL PTAC (Appendix A, Dataset S2). All of these loci contain a 
sugar  isomerase  48‐53%  identical  to  RpiB  ribose‐5‐phosphate  isomerase  (EC:  5.3.1.6; 
UniProtKB:  A3DIL8),  which  isomerizes  ribose‐5‐phosphate  to  ribulose‐5‐phosphate 
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[61,62]. A number of RpiB proteins exhibit low substrate specificity, isomerizing a wide 
variety of sugars  [63].  In Marinimicrobia,  the aldolase and  isomerase occur as a  fusion 
protein. 
Of  these  loci,  only  those  in Atribacteria  contain  a  PduS  homolog,  the  oxidoreductase 
associated with cobalamin biosynthesis. However, cobalamin is not a required cofactor 
for DeoC type aldolases. As AlcDH is the only core enzyme absent from these loci, it is 
possible  that  PduS may  generate  an  alcohol  from  an  aldehyde,  as  predicted  in  one 
GRM5  locus  [50].  PduS  also may  be  present  in  these  loci  as  a  remnant  of  common 
ancestry with the pdu operon. 
The  Atribacteria  bacterium  JGI  0000079‐F20  locus  additionally  encodes  a  protein  44% 
identical  to  triosephosphate  isomerase  (TIM)  (EC:  5.3.1.1; UniProtKB: P00943), which 
catalyzes the reversible conversion of glyceraldehyde‐3‐phosphate to dihydroxyacetone 
phosphate. When  acted  on  by  an  aldolase,  sugar  phosphates  can  be metabolized  to 
either or both of these products, in some cases resulting in another product such as an 
aldehyde, which could be metabolized according to the canonical metabolosome model. 
Thus, based on  the presence of TIM and a DeoC‐like aldolase, we name  these BMCs 
putative sugar phosphate utilizing (SPU) metabolosomes with an incomplete core; most 
of  the  enzymes  encoded  in  the  SPU  loci  fit  into  the  deoxyribulose/deoxyribose  5‐
phosphate degradation pathway for DNA catabolism. 
The second Candidate BMC Locus type that appears in single‐cell genomes is found in 
two representatives from the candidate phylum Latescibacteria. This locus is similar to 
the SPU type, containing genes encoding an AldDH, PduL, PduS, an RpiB‐like protein, 
and an aldolase (Appendix A, Dataset S2), so we refer to it as SPU‐like. Interestingly, the 
aldolase is different than in SPU; instead, a class II aldolase like those found in several 
other BMC  loci  is present. Despite  this difference,  the enzyme  could  still generate an 
aldehyde from a sugar phosphate as in the GRM5 and SPU locus types. In addition, this 
locus  contains  a  protein  40‐44%  identical  to  acetate  kinase  (EC:  2.7.2.1;  UniProtKB: 
Q9WYB1). Neither the SPU nor SPU‐like loci had been observed prior to the analysis of 
these  single‐cell  genomes  from  candidate  phyla,  indicating  that  with  continued 
sequencing  of  microbial  “dark  matter”  [64]  many  more  BMC  loci  types  may  be 
discovered. 
Several additional Candidate and satellite‐like  loci  found  in single‐cell genomes could 
only be classified as metabolosome loci with incomplete cores. These were identified in 
members  of  the  candidate phyla Caldithrix, Poribacteria  [65]  and BRC1  (Appendix A, 
Dataset S2). Caldithrix abyssi contains a  locus which encodes AldDH, a pta type PTAC, 
and  PduS. However,  the  absence  of  an  apparent  signature  enzyme  necessitates  the 
designation of  this  locus as a MIC. Each sequenced  locus  from Poribacteria and BRC1 
meets  all  of  the  criteria  of  a  satellite‐like  locus  (Appendix A, Dataset  S2) which may 
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indicate that the region of the genome encoding the core locus has not been sequenced, 
or  that BMC‐related genes are  constitutively expressed and  so are not  required  to be 
proximal to other BMC‐related genes; several of these satellite loci encode a PduL PTAC 
or an AldDH, indicating that these BMCs may function as metabolosomes. 
 
Validation of the LoClass Taxonomy: The Molecular Phylogeny of BMC‐associated 
AldDH  
Based on our observation that the majority of heterotrophic BMC loci encode an AldDH 
(Fig. 4, Appendix A, Fig. S2), we hypothesized that these protein sequences may be used 
to construct a phylogeny of this large subset of BMCs, which could be used to validate 
the LoClass method. We excluded the presumably catalytically defunct AldDHs found 
in  the GRM1  loci  (discussed above), but we did  include other duplicate AldDHs  that 
were not obviously altered in any catalytic residues and could remain functional (i.e. we 
could not resolve which one was the core AldDH). 
In the resulting phylogenetic tree, we observed two major “trunks” that were separated 
by a  relatively  long branch  (Fig. 5A) and  rooted  the  tree at  this branch  (Fig. 5B). All 
PDU, RMM, PVM/PVM‐like,  and SPU/SPU‐like  associated AldDHs  cohere with  their 
respective  trunks, while  the other BMC  (sub)types do not  initially  seem as polarized; 
sequences  from  EUT  and GRM  loci were  found  on  both  trunks  (Fig.  5B). However, 
when mapping LoClass’s sub‐clustering results onto the phylogeny, we observed EUT 
and GRM subgroups to also display bifurcated  localization: EUT1, GRM3, GRM4, and 
GRM5 sequences predominantly localized to one trunk, while EUT2, GRM1, and GRM2 
sequences  clustered  on  the  other  trunk.  Furthermore,  sequences  from  most 
metabolosome  loci  formed  clades  corresponding  to  the  locus  (sub)types  shown  in 
Figures 3 and 4  (Fig.  5B). The only major  exceptions  to  this are  two GRM1  taxa  that 
branch  close  to  EUT1,  two  GRM3  taxa  that  branch  close  to  the  AldDH  from  the 
PDU/EUT  locus  in Listeria, and one GRM3 sequence adjacent to ETU taxa (asterisks  in 
Fig. 5). The outlier GRM1 sequences belong to a second GRM1 locus in their respective 
organisms (Desulfotalea psychrophila LSv54, Desulfitobacterium hafniense DCB‐2); this may 
indicate  that  this additional  locus has a distinct  function. The GRM3 outliers near  the 
PDU/EUT sequences are secondary AldDH genes in their respective loci (Clostridium cf. 
saccharolyticum, Clostridium beijerinckii). The GRM3 AldDH near the ETU branch belongs 
to Clostridium novyi;  its proximity  to ETU may  indicate an  evolutionary  link between 
GRM3  and  ETU.  In  addition,  some GRM3  taxa were  found  nested within  the  large 
GRM1 clade, which may indicate that they share common origin with GRM1 loci. Thus, 
apart  from  these  few  outlier  taxa,  we  observed  congruence  between  the molecular 
phylogeny  of  one  gene  (AldDH)  and  our  clustering  results  based  on  total  pfam 
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complement  of  a  locus  (Fig.  3,  Appendix  A,  Fig.  S1),  validating  our  LoClass‐based 
metabolosome taxonomy. 
 
A snapshot of BMC locus evolution 
While conducting our analysis, we noticed that different genes in the two distinct 
GRM3  loci  of  C.  ljungdahlii  had  varying  phylogenies:  the GREs  fell within  different 
clades (GRM1 or GRM3) (Appendix A, Fig. S4, asterisks), while the AldDH was nested 
within  the GRM1‐associated  clade  (Fig  5,  asterisk  next  to  ETU  clade). Upon  further 
investigation  of  the  two  loci,  it  became  apparent  that  two  sections  of  one  locus 
(containing the glycyl radical enzyme associated with GRM1 loci) had surprisingly high 
sequence  identity  (98%) with  a  large  segment  of  the  other  locus  containing  a  glycyl 
radical enzyme associated with GRM3 loci (Fig. S5). This apparent duplication contains 
genes that are presumed to be critical for BMC structure and function, such as BMC‐H, 
BMC‐P, AldDH,  and PTAC. Given  the phylogenetic  observations  of  the AldDH  and 
PTAC, we inferred that a portion of the locus containing the glycyl radical enzyme that 
fell in the choline lyase clade (presumably a GRM1 locus) was duplicated and inserted 
adjacent  to  an  incomplete GRM3  locus,  thereby  completing  it  from  a  structural  and 
enzymatic point of view  (Fig. 7). Two genes  in  the duplicated  region appear  to have 
been  lost,  and  interestingly  one  of  them  is  a  BMC‐T  protein  (Fig.  7).  Since  the 
incomplete GRM3 locus already has a BMC‐T protein, it may be that the GRM1 BMC‐T 
was  unnecessary  and  thus  lost  over  time. Whether  or  not  this  hybrid GRM1/GRM3 
locus  is  functionally  operational  can  only  be  determined  via  subsequent 
experimentation. Based on  the  sequence  identity,  this duplication/transfer event must 
have  happened  very  recently,  providing  us  a  potential  mechanism  for  functional 
divergence of the GRM loci. 
 
BMCs of Unknown Function (BUF; Cluster 6): A Third BMC paradigm?  
In contrast to all other metabolosome loci, including MIC loci, Cluster 6, found only in 
four  different  species  of  Firmicutes,  lacks  all metabolosome  core  enzymes  but  does 
encode BMC‐H, BMC‐T, and BMC‐P genes (Fig. 4), suggesting that a complete shell is 
formed. Accordingly, we refer to this locus type as BMC of Unknown Function (BUF). 
Many  of  the  genes  encoded within  the  BUF  locus  are  putative  enzymes,  including 
amidohydrolases,  deaminase,  dehydrogenase,  carboxy‐lyase,  carbon  monoxide 
hydrogenase,  isochorismatase,  and  formiminotransferases  (Appendix  A,  Dataset  S1), 
making it difficult to predict a function. However, the presence of amidohydrolases and 
deaminases  suggests  that  nitrogen‐containing  compounds  are  processed  via  this 
Candidate BMC Locus. Alternatively, it is possible that this BMC encapsulates enzymes 
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from  the  core metabolic model  that  are  scattered  throughout  the  genome. However, 
since the enzymes in the locus are conserved across these loci, and no other loci besides 
the  carboxysome  maintain  a  conserved  locus  while  lacking  all  core  metabolosome 
enzymes, these observations, and notably the absence of the core AldDH pfam, suggest 
that  this  BMC  encapsulates  a  distinctly  different  metabolite.  This  locus  appears  to 
encode a new type of BMC that does not conform to the metabolosome or carboxysome 
functional paradigms.  
 
Summary and Prospects 
Methods  for  detection  and  classification  of  conserved  loci  typically  approach  the 
problem with  the goal of operon detection  [66,67],  require analysis of multiple whole 
genomes  [67–69],  are  sensitive  to genomic  rearrangements  and gene order  [66,68], or 
through computationally‐driven mergers produce extended gene clusters that may not 
exist in any one genome [68]. Even after a conserved gene cluster is identified, none of 
these  methods  enable  the  direct  comparison  and  classification  of  these  loci  by  an 
automated scoring method. LoClass circumvents all of these issues. By “seeding” with 
BMC shell protein genes, we confined the scope of our analysis to genomic regions most 
likely  to  encode  BMC‐related  functions.  Then,  based  on  the  assumption  that  genes 
encoding  other  BMC  structural  components  and  supporting  functions  would  be 
proximal to the shell protein genes, as in experimentally characterized BMCs, we were 
able  to  compare  loci based entirely upon  the  subset of  constituent genes  that did not 
encode BMC shell proteins. Because this assumption will likely be valid for other gene 
clusters  encoding  macromolecular  complexes  or  metabolic  pathways,  the  LoClass 
strategy  may  be  useful  for  detecting  contiguous  groups  of  genes  that  functionally 
cohere. 
LoClass enabled us to compare and classify hundreds of BMC loci. Moreover, it allowed 
detection of functional sub‐types, prediction of novel BMC types, and  identification of 
genes  that  support  the  function  of  the  BMC  that  are  not  structurally  part  of  the 
organelle. Among  these ancillary pfams are,  for example, actin‐like proteins  (PF06723 
and PF11104)  and ParA  (PF01656)  (Fig.  4, Appendix A, Dataset  S1). MreB,  a  bacterial 
actin, and ParA have been implicated in spatial localization of carboxysomes [15]. PduV 
has also been suggested to play a role in the spatial positioning of the PDU BMC [70], 
and we  found homologs  (containing PF10662)  to be encoded  in most PDU, EUT, and 
GRM1  loci, as well as  in a quarter of all satellite‐like  loci. The  frequent observation of 
these pfams in BMC loci suggests that spatial positioning within the cell is important to 
the  formation  and  function  of  BMCs.  Likewise,  we  found  that  many 
Candidate/Confirmed BMC Loci contain genes  for  transporters;  their distinctive  types 
suggest that they may be specific to the substrate(s) processed by the BMC. Regulatory 
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genes were also frequently observed; for example, EUT2D, some GRM1, GRM3, GRM4, 
and ETU  loci,  in addition to the PDU  loci, encode regulatory proteins that contain the 
PocR  domain.  Considering  that  all  experimentally  characterized metabolosomes  are 
only induced in the presence of their substrate, these putatively BMC‐associated genes 
are not likely to be “genomic hitchhikers,” genes unrelated to the function encoded by 
the  locus  but merely  similarly  transcriptionally  regulated  [68];  rather,  they  are  likely 
genes  that provide  important supporting  functions  for  the BMC. Recognition of  these 
cryptically  associated  accessory  genes  should  prove  useful  in  efforts  to  functionally 
characterize diverse BMCs.  
In addition  to expanding  the vocabulary of pfams associated with bacterial organelle 
function,  LoClass  unveiled  BMC‐associated  puzzles,  pfams  for which we  could  not 
readily infer a reason for their conservation in various locus types. For example, GRM1, 
GRM3, GRM4, GRM5, MUF, SPU, and SPU‐like  loci, which do not encode cobalamin‐
dependent  enzymes,  encode various genes  that have been associated with  cobalamin 
synthesis,  such  as  PduS  and  PduO  (both  full  length  and  a  single DUF336  domain). 
These may be relics of the evolutionary history of these BMC loci or, more likely, these 
genes have been co‐opted to perform different functions useful to the BMC metabolism, 
as has been predicted in the GRM5 locus in C. phytofermentans [50]. On the other hand, 
the  conserved  co‐localization  of  the  light‐dependent  and  light‐independent 
protochlorophyllide  reductase  genes with  the  cyanobacterial  alpha‐carboxysome  loci 
and of the MaeB malic enzyme with EUT1 loci cannot yet be explained. One intriguing 
trend uncovered by LoClass is the frequent presence of domains associated with flavin 
binding  or  utilization  (PF02441,  PF01593,  PF03358,  PF00941,  PF01494,  and  PF00258; 
Appendix  A,  Dataset  S1).  Furthermore,  PduS  has  been  shown  to  bind  flavin 
mononucleotide [39,40]. The frequent presence of flavin‐binding pfams and proteins in 
BMC  loci  suggests  that  these  cofactors  could  play  a  previously  unrecognized  and 
important role in BMC biochemistry and redox. 
LoClass also highlighted the diversity within numerically abundant locus types (Fig. 4); 
this has only been attempted previously for EUT loci [71]. Additionally, capturing genes 
for  functions  ancillary  to  the  BMC  and  their  contribution  to  the  clustering  led  to 
detection  of  unanticipated  relationships.  A  striking  example  of  this  is  seen  when 
comparing the carboxysome loci. Due to the low similarity between the core structural 
components  (i.e. between  the encapsulated  carbonic anhydrases/CcmN and CsoS2) of 
the alpha‐ and beta‐carboxysome,  it was unexpected  that  they would cluster  together. 
Investigation revealed that the principle cause of this clustering is the NDH‐13/NDH‐14 
CO2 transport gene cluster, which is conserved across cyanobacterial carboxysome loci 
of both types. 
Several striking observations from our classification enlarge our view of the diversity of 
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BMCs.  New  locus  types  identified  in  this  study  are  the  PDU/EUT  and  PDU/GRM 
fusions, GRM2, GRM3, GRM4, PVM‐like, RMM2, MUF, MIC1, SPU, SPU‐like, and BUF 
locus types. While many of these BMC loci adhere to the complete biochemical model of 
the metabolosome  paradigm  (aldehyde  utilization  and  the  regeneration  of  cofactors, 
catalyzed  by  a  PTAC  [72]  and  an  AlcDH  [73]),  other  metabolosome  loci  (those 
containing AldDH but missing PTAC and/or AlcDH) apparently regenerate or acquire 
cofactors  in  as yet unknown ways. LoClass  also  enabled us  to  identify new  types of 
metabolosomes  (e.g. multiple  types of GRM  loci). Furthermore, LoClass  identified  the 
BUF  locus,  a  novel  BMC  type  that  does  not  conform  to  either  the  carboxysome  or 
metabolosome paradigms, presenting a potentially new model of BMC metabolism. The 
novel locus types we identified are typically found in poorly characterized clades of the 
Bacterial domain, hinting that there are bacterial organelles of unknown function yet to 
be discovered. 
Likewise,  the observation of GRM, PVM, PVM‐like, MIC, and SPU‐like  loci  in diverse 
phyla that nevertheless contain homologous aldolases is interesting, given that class II 
aldolases are generally quite promiscuous [74]. Considering the presumed promiscuity 
of  the  core  enzymes of metabolosomes,  their  colocalization with  the  class  II  aldolase 
suggests  that  these  loci  may  be  descendants  of  a  common  ancestor,  one  with  a 
functionally malleable core due to substrate ambiguity of its component enzymes; this 
would  render  it  readily  able  to  confer  new  catabolic  capabilities  by  horizontal  gene 
transfer. 
In  addition  to  providing  evolutionary  insights,  this  descriptive,  domain‐based 
taxonomy of BMC  loci  is a guide  to uncovering  the  functional diversity of BMCs and 
their roles as modules of metabolic specialization in bacteria; this parallels the historical 
discovery  of  eukaryotic  organelles,  in  which  observation  and  description  laid  the 
foundation  for  experimental  elucidation  of  function.  Domains  are  the  structural, 
functional,  and  evolutionary  units  of  proteins;  analogously,  LoClass  captures 
(re)combinations  of  groups  of  domains  that  constitute  loci  and  contribute  to  BMC 
function and evolution. Such a comprehensive view of the requisite building blocks for 
diverse BMC functions can likewise inform the design of BMC loci for the introduction 
of genetic and metabolic modules for applications in synthetic biology. 
 
Materials and Methods 
Predicting BMC Shell Protein Genes  
The  standard  PF00936  hidden  markov  model  (HMM)  is  often  not  robust  for  the 
identification  of  N‐terminal  cryptic  BMC  domains  of  CsoS1D/CcmP‐type  BMC‐T 
proteins, which  have  only weak  sequence  similarity  to  other  BMC  domains  [75,76]. 
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Accordingly,  a  modified  PF00936  HMM  was  built  using  the  seed  alignment  (128 
sequences) in the Pfam database [77] with five cryptic BMC‐T domain sequences (NCBI 
protein  accessions:  YP_007073159.1,  YP_007144647.1,  YP_473976.1,  YP_637369.1, 
YP_925211.1) added to the alignment (a total of 133 sequences) to render it more robust 
for detecting these cryptic BMC domains (Appendix A, Datasets S3 and Dataset S4). This 
expanded PF00936 HMM and the PF03319 HMM were searched using hmmsearch in the 
hmmer [78] package against a local copy of the NCBI Non‐redundant Protein Database 
(NR) downloaded  from NCBI on  July 3rd, 2013. All hits with an e‐value  less  than or 
equal to 1e‐05 that corresponded to genomic records from the Genbank, RefSeq, EMBL, 
and DDBJ databases were accepted as BMC  shell proteins homologs. This  cutoff was 
chosen based  on manual  inspection  of  results  for  spurious hits  relative  to various  e‐
value thresholds. Identical proteins to each of these hits in the genomes containing these 
hits were retrieved  from NCBI using NCBI Entrez Programming Utilities  [79] because 
NR  frequently  stores  identical  proteins  in  a  single  record. Where  at  least  one  BMC 
protein  in  a  given  genome was  non‐identical  to  all  other  proteins  included  in  this 
analysis, that genome was included, and this step retrieved all other BMC proteins in its 
genome that might be identical to other proteins included in this analysis. Where every 
BMC protein in a given genome was 100% identical to a protein already included in this 
analysis,  the  BMC  proteins  from  this  genome were  not  included.  This  reduced  the 
computational and analytical burden introduced by the analysis of likely identical loci 
from  very  closely  related  genomes.  The  genome  of  the  model  cyanobacterium 
Synechococcus elongatus PCC 7942 (Syn7942) was not included in this analysis due to the 
formatting  irregularities  of  its  sequence  records.  The  closely  related  organism 
Synechococcus elongatus PCC 6301 (Syn6301), whose BMC proteins are identical to those 
of Syn7942, was included. We examined the similarity of these genomes using NUCmer 
in  the MUMmer  3.1  [80]  package.  These  genomes  are  highly  syntenic,  the  greatest 
differences being a 188.9kb inversion in the genome sequence and a 231bp sequence in 
Syn6301 that  is absent from Syn7942, confirming a previous genomic comparison [81]. 
Sequence  identity  between  the  two  genomes  over  all  aligned  regions  was  99.9%. 
Syn6301 was therefore used as a proxy for Syn7942. 
 
Generating Prospective BMC Loci  
Prospective  BMC  Loci were  initially  defined  as  the  region  on  the  chromosome  5kb 
upstream and downstream of each BMC shell protein gene, analogous to the five open 
reading  frame  distance  used  by  Jorda  et  al  [3]  to  define  BMC‐related  gene  co‐
occurrence. However,  the  conserved  locus  of  several  characterized  BMC  locus  types 
(e.g. the alpha‐carboxysome  locus of Halothiobacillus neapolitanus) contain a gap greater 
than  10kb between BMC‐related genes  and  the nearest BMC  shell protein gene. This 
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resulted in several characterized loci being incomplete. Prospective BMC Loci were then 
redefined  as  the  region  10kb upstream  and downstream  of BMC  shell protein  genes 
(Fig. 2A). Wherever these BMC loci overlapped with each other, they were merged into 
one Prospective BMC Locus (Fig. 2B). We defined the envelope as the largest region in 
the locus flanked by BMC shell protein genes (Fig. 2B). All genes that at least partially 
overlapped  a  given  locus  range were  deemed    part  of  the  locus. All  loci  that were 
truncated  by  the  beginning  or  end  of  the  scaffold  were  designated  as  potentially 
incomplete loci and were not included in subsequent analyses.   
 
Identifying Pfams in Prospective BMC Loci  
A  local  copy  of  the  Pfam  27.0  database  [77]  was  searched  against  the  proteins 
corresponding  to  all  non‐shell  protein  genes  found  in  a  given  BMC  locus  using 
hmmsearch with a  loose e‐value  cutoff of 0.01  (Fig. 2C). Where a pfam alignment  in a 
protein sequence overlapped a pfam alignment in the same sequence by over 50% of the 
pfam length, the alignment with the higher e‐value was discarded. The pfam sets found 
in each  locus were  then used  to compare  it  to each other  locus using a novel scoring 
mechanism (Fig. 2D). 
 
Building the Locus Similarity Network  
A  novel  scoring method we  name  LoClass,  the  Locus  Classifier, was  developed  to 
determine  the  relative  similarity  of  each  locus  to  every  other  locus.  The  scoring 
mechanism used has a positive component, determined by the pfam domains any two 
loci  share  in  common,  and  a negative  component, determined  by  the pfam domains 
present in only one of the two loci. Let L represent the set of all BMC loci, where PI is 
the set of all pfams found in the locus I (Fig. 2D) and p represents a given pfam domain. 
The set of pfams common to loci I and J can then be represented as  
ܥூ,௃ ൌ ൛݌	|	݌ ∈ ூܲ, ݌ ∈ ௃ܲൟ, (1) 
while the set of pfams found in I but not J can be represented as 
ܦூ,௃ ൌ ൛݌	|	݌ ∈ ூܲ, ݌ ∉ ௃ܲൟ, (2) 
 (Fig.  2E).  Various weights  comprise  the  positive  and  negative  scoring  components. 
First, since the shared pfams between two loci are more important for determining their 
similarity than their disjoint pfams, a weight k is applied to the negative score. Testing 
various values for k showed that for these loci, a weight of 0.5 yielded the best results, 
as  judged by  the recapitulation of  the experimentally confirmed PDU, EUT, and PVM 
locus types. 
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If d represents the minimum number of open reading frames between the envelope and 
a gene that contains the pfam, then a distance weight can be applied to account for the 
decreasing  likelihood  that genes  in a  locus are related  to  the  function of  the BMC  the 
further they are from the envelope (Fig. 2D). This distance weight can be represented by  
ܧሺ݌, ݀ሻ ൌ ൜1 െ 0.1|݀|	݂݅	|݀| ൑ 90.1	݂݅	|݀| ൐ 9 , (3) 
Some  pfams may  be  used  to  identify  BMC  loci  described  in  the  literature:  PF12288 
(CsoS2) and PF08936  (CsoSCA) are  found specifically  in alpha‐carboxysomal  loci  [82], 
and PF00132 (CcmM) and PF00132 (CcmN) are found specifically in beta‐carboxysomal 
loci  [9].  Likewise,  PF06751  and  PF05985  (ethanolamine  ammonia  lyase  subunits) 
comprise  the  signature  enzyme  ethanolamine  ammonia  lyase  for  the  ethanolamine 
utilization  locus,  while  PF02286,  PF02287,  and  PF02288  (propanediol  dehydratase 
subunits)  identify  the signature enzyme  for  the propanediol utilization  locus. PF00596 
corresponds to an aldolase predicted to be the signature enzyme for the Planctomycetes 
and Verrucomicrobia microcompartment (PVM)  locus type [46]. This prior knowledge 
is  incorporated  into  the  score  by  designating  these  pfams  as  identifying  pfams  and 
creating an identifying pfam weight  
ܰሺ݌ሻ ൌ ൜3	݂݅	݌	݅ݏ	݅݀݁݊ݐ݂݅ݕ݅݊݃	݌݂ܽ݉1	݂݅	݋ݐ݄݁ݎݓ݅ݏ݁ , (4) 
Some  pfams,  such  as  PF00171  representing  aldehyde  dehydrogenase,  PF06130 
representing  PduL  phosphotransacetylase  [83],  and  PF00465  representing  iron‐
containing alcohol dehydrogenase are extremely common among BMCs and  therefore 
do not reveal much about the similarity of two loci. Likewise, if two loci both contain a 
pfam that is found in very few BMC loci, this more strongly indicates that these two loci 
are  similar, while  if only one  contains  the  rare pfam,  this may  indicate  that  they  are 
quite different types. We therefore add a rare pfam weight  
ܴሺ݌ሻ ൌ |ሼூ|ூ∈௅,௣∉௉಺ሽ||௅| , (5) 
Since R(p)  represents  the proportion of BMC  loci  that do not  contain  the pfam p,  the 
weight  approaches  but  never  reaches  1  for  very  rare pfams  and  0  for  very  common 
pfams. 
Finally, when a pfam is only found in one of the loci, it is necessary to consider whether 
that pfam is frequently found within loci that also contain the set of pfams that the two 
loci  share  in  common.  This  aids  in  down‐weighting  secondary  pfams  that  are  not 
necessary for the core function of a BMC, are not always localized in the BMC loci of a 
given type, or are only occasionally found near the periphery of a BMC locus while not 
actually  being  related  to  the  BMC  function.  This  co‐occurring  pfam weight  can  be 
represented by 
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ܱ൫݌, ܥூ,௃, ܮ൯ ൌ ห൛௜|௜∈௅,஼಺,಻∈௉೔,௣∈௉೔ൟหห൛௜|௜∈௅,஼಺,಻∈௉೔ൟห . (6) 
Applying  the appropriate weights  to  the positive and negative score components, we 
define a similarity score between any two loci as 
ூܵ,௃ ൌ ∑ ܰሺ݌ሻܴሺ݌ሻܧሺ݌, ݀ሻ௣∈஼಺,಻ െ ௞ଶ ቀ∑ ܰሺ݌ሻܴሺ݌ሻܧሺ݌, ݀ሻܱሺ݌, ܥூ,௃, ܮሻ௣∈஽಺,಻ ൅
∑ ܰሺ݌ሻܴሺ݌ሻܧሺ݌, ݀ሻܱሺ݌, ܥ௃,ூ, ܮሻ௣∈஽಻,಺ ቁ , (7) 
This score was generated for each locus pairwise comparison in this analysis, and these 
scores were then used to construct the edge lengths for a BMC locus similarity network. 
 
Identification and Classification of Satellite and Satellite‐like BMC Loci  
Analysis  and  clustering  of  the  locus  similarity  network  was  complicated  by  the 
presence of what we term satellite  loci,  loci that encode an  insufficient complement of 
BMC  shell protein genes  (only encoding either PF03319 or PF00936 domains, but not 
both)  to  form  a  BMC;  genomes  containing  satellite  loci  putatively  encode  additional 
shell proteins and possibly other BMC components for a Candidate/Confirmed BMC in 
another locus. We define satellite BMC loci as those that meet three conditions: the locus 
contains an insufficient shell protein gene complement, all the shell protein genes in the 
locus  are  contiguous  to  each  other,  and  there  is  at  least  one  other non‐satellite BMC 
locus  in  the genome.  In  order  to prevent  false positives, predicted  satellite  loci were 
manually  inspected  for  the  presence  of  genes with  common  BMC‐associated  pfams 
immediately  nearby  the  BMC  shell  protein  genes. Where  such  genes were  found  or 
where the locus met all requirements except that there was more than one locus in the 
genome,  these  loci were  labeled  as  satellite‐like  loci. Where  a  signature  enzyme was 
present or a putative function had already been assigned to the locus in the literature, as 
with the putative ethanol utilization locus, type names were assigned to these loci (see 
below) [53]. To simplify the analysis of the locus similarity network, predicted satellite 
loci were excluded from further steps of the analysis, while satellite‐like loci, which we 
predict  encode  a  structurally  incomplete  BMC  locus,  were  included.  This  greatly 
reduced the spurious results in the clustering step. 
 
Clustering BMC Loci 
The  locus  similarity network of BMC  loci was visualized  in Cytoscape 2.8.3  [84] at a 
score  cut‐off  of  ‐20  using  the  Force‐directed  layout,  where  the  edge  lengths 
corresponded  to  the  locus  similarity  score  determined  above  and  normalized within 
Cytoscape. The  resulting network was  then  clustered using multiple  iterations of  the 
Markov Cluster Algorithm  (MCL)  [85] at  increasing  stringency using  the  clusterMaker 
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[86] plug‐in  in Cytoscape. MCL has been used successfully  in clustering various types 
of  biological  networks,  such  as  sequence  similarity,  protein  expression  profiles,  and 
scientific article similarity [87] and is best applied to undirected networks where edges 
represent similarity [85]. Stringency in MCL is controlled by manipulating the score cut‐
off and the inflation value, where the score represents the metric used to calculate edge 
length and the inflation value is a property of MCL; a higher inflation value will effect a 
more fine‐grained clustering [85]. 
 
Resulting  clusters  were  then  assigned  numbers  (Fig.  3).  Whenever  a  cluster  still 
contained obvious sub‐groups, another iteration of MCL sub‐clustering was performed 
at  more  stringent  cut‐offs  until  the  resulting  clusters  were  either  too  small  to  be 
informative, representing nearly identical loci, or until the cluster was so tight that the 
score cut‐off necessary  to split up  the cluster exceeded 40. This process of varying  the 
inflation value and score cut‐off to achieve relevant clusterings has been well described 
[87]. At  each  level of  sub‐clustering,  an  additional numeral was  added  to  the  cluster 
number. For example, the first cluster resulting from the sub‐clustering of Cluster 1 was 
called Cluster  1.1. The  cut‐offs used  and  resulting  clusters  are  shown  in Appendix A, 
Figure S1 and its legend, and the resulting network is included in Dataset S5. 
 
Assigning Type Names to BMC Loci  
At each level of clustering, the loci were manually compared with previously studied or 
predicted BMC loci. Where all of the loci in a large cluster appeared to be of the same 
type as a previously  studied  locus  (e.g. EUT),  those  loci were  first assigned  that  type 
name as a super‐type. Where  that cluster was  further sub‐clustered once or  twice,  the 
loci  in  those clusters were additionally assigned a numeral  followed by an alphabetic 
character  (e.g. EUT1, EUT1A).  In our  taxonomy,  all  loci with  a different numeral  are 
deemed different  types, while  those whose  type names are differentiated only by  the 
alphabetic  character  (e.g.  EUT2A,  EUT2B)  are  deemed  different  sub‐types. Where  a 
locus (sub)type clustered with loci of a known type but either was lacking the signature 
enzyme  in  the pathway  or bore  significant differences  from  the  type,  that  locus was 
designated  to  be  “like”  that  BMC  type  (e.g.  PDU‐like). Where  a  locus  type  had  not 
previously been named in the literature, if all genomes containing that type came from 
a distinct set of taxa that do not contain any other types, we assigned that type a three‐
letter name based on those taxa (e.g. RMM1). Where multiple loci of unknown function 
did  not  meet  any  of  these  prior  criteria,  they  were  designated  Metabolosome  of 
Unknown Function (MUF), Metabolosome with an Incomplete Core (MIC), or BMC of 
Unknown  Function  (BUF)  type,  depending  on  whether  they  contained  all  core 
metabolosome  genes,  only  the  AldDH  but  not  a  complete  core,  or  none  of  the 
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metabolosome core enzymes, respectively. Where multiple MIC loci clustered together, 
an additional numeral was assigned to the name to designate that specific type (MIC1). 
 
Summarizing Pfam Occurrence and Selecting Representative Loci  
For each locus (sub)type, a representative locus that best captures the pfam diversity of 
all loci of that (sub)type was chosen (Fig. 4; Dataset ). For each pfam that appears in any 
of the loci of a given (sub)type, the proportion of loci of that (sub)type that contain that 
pfam was calculated (Appendix A, Fig. S2). Then, for each  locus, a representative score 
was calculated by adding these proportions for all pfams it contains and subtracting the 
proportions  for all pfams  it  lacks. The  locus with  the highest score was chosen as  the 
representative locus for that (sub)type; where multiple loci corresponded to the highest 
representative  score,  a  characterized  BMC  locus  or  a  BMC  locus  from  a  reference 
genome, in that order of preference, was selected as the representative. If one or more 
pfams present in the majority of the loci were not encoded in the highest scoring locus 
but were encoded in the next highest scoring locus, then the second locus was selected 
as the representative. These loci generally exemplify the consistent trends across a locus 
(sub)type, as well as the unique trends present in a subset of the loci. However, where 
there  is  a  great  deal  of  diversity within  a  given  locus  (sub)type,  as  is  the  case with 
alpha‐  and  beta‐carboxysomes, many  loci  of  that  (sub)type may  differ  substantially 
from the representative locus. 
 
Analysis of Loci from Candidate Phyla  
In order to identify BMC loci in genomes from candidate phyla not archived in NR, we 
examined  the  single‐cell  genomes  from  the  recent  GEBA‐MDM  project  [64]  for  the 
presence  of BMC  shell protein  genes using  the  Integrated Microbial Genomes  (IMG) 
Database  [88].  In  addition, we  searched  for  the presence  of BMCs  in  all unclassified 
bacterial phyla in IMG. These loci were then manually inspected and compared to the 
BMC locus taxonomy constructed by LoClass from data in NR. 
 
Aldehyde Dehydrogenase Phylogenetic Tree  
Sequences  for aldehyde dehydrogenase genes within BMC  loci  (accession numbers  in 
Dataset ) were aligned using MUSCLE [89,90]. The alignment was visualized and edited 
using Jalview [91]. All sequences that did not contain the catalytic cysteine (see Results 
and Discussion) were removed from the alignment. In addition, sequences from Shigella 
sonnei (NCBI protein accessions: YP005456972.1, YP310962.1) and Roseburia inulinivorans 
(EEG94445.1) were  significantly  shorter  than  the  rest of  the  sequences  and were  also 
56 
 
removed  (Dataset S6). The  alignment was manually  curated by  removing  all gapped 
positions. A maximum  likelihood phylogenetic  tree was constructed by using PhyML 
[92] in the phylogeny.fr web server [93,94] with 100 bootstraps (Fig. 5). Four sequences 
(IMG  Gene  OID:  2264936618;  NCBI  protein  accessions:  YP_004405262.1, 
YP_007299416.1,  CCK75300.1)  were  significantly  divergent,  forming  extremely  long 
branches, and were removed from the alignment for the final tree. 
 
Glycyl Radical Enzyme Phylogenetic Tree 
Sequences  for glycyl  radical  enzyme genes within BMC  loci were used  from Dataset  
and processed in the same manner as for the aldehyde dehydrogenase phylogeny. 
 
BMC Phylum Tree  
Genome  assemblies  of  2,025  bacteria  were  scanned  for  homologs  of  a  set  of  38 
universally  conserved  single‐copy proteins present  in Bacteria  and Archaea  [64]. The 
assemblies were translated into all six reading frames, and marker genes were detected 
and aligned with hmmsearch and hmmalign included in the HMMER3 [95] package using 
HMM profiles obtained  from PhyloSift  [96]. Extracted marker protein sequences were 
used to build concatenated alignments of up 38 markers per genome. 
The phylogenetic inference method used was the maximum likelihood based FastTree2 
[97] with CAT approximation with 20 rate categories and Jones‐Taylor‐Thorton (JJT) for 
FastTree2.  Sequences were grouped  into  clades  and manually  corrected  in ARB  [98]; 
newick  trees  were  exported  from  ARB  and  beautified  with  iTOL  [99].  BMC  locus 
(sub)types were then mapped onto the resulting phylum tree (Fig. 6). 
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Table 1. Definitions of terms and counts for locus and genome categories analyzed 
using LoClass.  
Term  Definition  Count
Locus Super‐type  The largest cluster of loci where all contained loci encode the same 
signature enzyme or are syntenic to these loci while encoding no 
alternative signature enzyme. 
15 
Locus Type  A more stringent cluster of loci; in addition to conserved signature 
enzymes, these loci typically are syntenic to one another, indicating 
common origin. 
23 
Locus (Sub)type  The most stringent clustering of loci, where many syntenic loci of the 
same type are separated into smaller groups; these typically vary by 
genes encoding ancillary functions. 
30 
Prospective BMC 
Locus 
Region of a genome including BMC shell protein genes within 20kb of 
each other and all other genes within 10kb upstream and downstream. 
580 
Envelope  Region of a Prospective BMC Locus that includes only the BMC shell 
protein genes and genes encoded between them. 
‐ 
Satellite loci  Prospective BMC Loci that are predicted to encode a subset of shell 
components for a BMC and no other BMC‐related genes (Materials and 
Methods). 
149 
Satellite‐like loci  Prospective BMC Loci that meet most but not all of the criteria 
established for satellite loci or encode other BMC‐related genes. 
21 
Confirmed BMC Loci  All Prospective BMC Loci which are of the same Locus Type as a locus 
whose function has been experimentally elucidated. 
335 
Candidate BMC Loci  All Prospective BMC Loci that are not putative satellite, satellite‐like, or 
Confirmed BMC Loci. 
75 
Carboxysome loci  Confirmed Loci encoding the carboxysome.  87 
Metabolosome loci  Candidate/Confirmed Loci that, of the core metabolosome enzymes, 
encode at least a core AldDH or are members of a Locus Type where the 
majority of loci do. These loci presumably encapsulate catabolic 
reactions (Fig. 1B). 
312 
Metabolosome loci 
with an incomplete 
core 
Metabolosome loci that are of a Locus Type where the majority of loci 
do not encode a core AlcDH and/or PTAC. 
22 
BMC‐containing 
genomes 
Genomes that contain any Prospective BMC Loci.  329 
Satellite‐containing 
genomes 
Genomes containing at least one putative satellite locus.  77 
Counts for Locus super‐types, types, and sub‐types include loci from IMG that were analyzed manually. 
Due to the fragmentation of most IMG loci, these were excluded from all other counts. 
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Figure  1.  Schematic  overview  of  characterized  bacterial  microcompartments.  (A) 
Carboxysome.  (B)  Metabolosome.  An  example  substrate  is  ethanolamine  and  the 
signature  enzyme  produces  acetaldehyde  and  ammonia,  a  secondary  product. 
Reactions in gray are peripheral reactions to the core BMC chemistry. BMC shell protein 
oligomers are depicted on the left: blue, BMC‐H; cyan, BMC‐T; yellow, BMC‐P. 3‐PGA, 
3‐phosphoglycerate, and RuBP, ribulose 1,5‐bisphosphate. 
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Figure  2. Simplified workflow of LoClass  for  locus  similarity network generation. 
(A) After genes encoding BMC shell proteins (PF00936, dark blue; PF03319, yellow) are 
identified using hmmsearch, their position on the chromosome is determined. The region 
10kb upstream and downstream of each PF00936 and PF03319 domain is considered a 
Prospective  BMC  Locus  (pale  blue).  The  envelope  (blue)  is  defined  as  the maximal 
portion of the Prospective BMC Locus bounded by BMC shell protein genes. (B) Where 
Prospective  BMC  Loci  overlap,  they  are merged  into  one  Prospective  Locus.  (C) All 
non‐shell protein genes  in the Prospective Locus are searched against Pfam [77]. Pfam 
hits are represented by colored regions of the genes. Genes without pfams hits (white) 
are  not  considered.  (D)  Loci  are  represented  by  their  pfam  set,  excluding  genes 
containing PF00936  and PF03319 domains. Pfams,  represented  by  colored  rectangles, 
are weighted based on their relative distance from the envelope. This distance weight is 
represented by  the darkness of  the background behind  the  rectangles, where  a black 
background corresponds to a pfam found  inside the envelope with a weight of 1, and 
where a light grey background corresponds to a pfam separated from the envelope by 
at  least  four open reading  frames with a weight of 0.6. PI  is  the set of pfams  found  in 
Locus I, while PJ represents the set of pfams found  in a different Locus J (not shown). 
(E) By comparing the sets of pfams PI and PJ, we determine the set CI,J of common pfams 
to  both  loci  and  the  two  sets DI,J  and DJ,I  of  pfams  unique  to  Locus  I  and  Locus  J, 
respectively. These  three  sets,  along with  the distance weight  and  the  other weights 
(Materials and Methods) are  then used  to calculate  the  locus similarity score between 
these two loci. 
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Figure  4.  Representative  BMC  Loci.  Cartoon  representation  of  the  most  highly 
conserved contiguous region of  the Representative Loci,  in order of appearance  in  the 
text. Where a  (sub)type  is dominated by many highly syntenic examples  from one or 
two species,  locus bounds were chosen based on conservation across all species  in the 
(sub)type.  Locus  statistics  are  represented  in  the  “S  (L/G)”  column:  “S”  represents 
number of  species  that contain  the  locus, “L”  represents  the number of  loci, and “G” 
represents  the  number  of  genomes  that  encode  the  locus.  Genes  are  color‐coded 
according  to  their  annotation:  blue,  BMC‐H;  cyan,  BMC‐T;  yellow,  BMC‐P;  red, 
aldehyde  dehydrogenase;  green,  iron‐containing  alcohol  dehydrogenase;  green 
diagonal  hash,  other  putative  alcohol  dehydrogenases;  solid  pink,  pduL‐type 
phosphotransacylase;  pink  diagonal  hash,  pta‐type  phosphotransacylase;  purple 
diagonal hash, RuBisCO  large and small subunits; purple vertical hash, ethanolamine 
ammonia lyase subunits; purple crosshatch, propanediol dehydratase subunits; purple 
horizontal  hash,  glycyl  radical  enzyme  and  activase;  dotted  purple,  aldolase;  solid 
purple,  aminotransferase;  brown,  regulatory  element  including  two‐component 
signaling  elements; orange,  transporter;  teal,  actin/parA/pduV/eutP‐like. Genes  colored 
gray  indicate  that  the gene  is present  in over 50% of members  in  the  locus  (sub)type 
described  (e.g. GRM1),  and  are  in  over  50%  of members  of  at  least  one  other  locus 
(sub)type (e.g. found in GRM1 and GRM3). Genes colored black indicate that the gene is 
present  in over  50% of members  in  the  locus  (sub)type described  and not present  in 
over 50% of members of any other locus (sub)type. Genes colored white are those that 
are present in the Representative Locus but are not present in over 50% of members of 
that  locus  (sub)type.  Representative  Loci  are  highlighted  in  yellow  in  Appendix  A, 
Dataset S1. 
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Figure  5.  Phylogeny  of  aldehyde  dehydrogenases.  Tree  root  is  denoted  by  arrow. 
Branches are color coded according  to general classification of  the  locus  in which  the 
aldehyde dehydrogenase is encoded: red, PDU; cyan, EUT; green, GRM; pink, PVM and 
PVM‐like;  purple,  RMM;  brown,  ETU;  black,  MUF  and  others.  SAT‐like  refers  to 
satellite‐like  loci.  Asterisks  (*)  annotate  outlier  taxa  discussed  in  text.  If  bootstrap 
support of a node separating branches of differing color were above 50% or 75%, they 
were denoted by open or  closed  circles,  respectively. Scale bar  represents number of 
substitutions per position.  
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Figure  6. Bacterial  phyla  tree with  distribution  of BMC  locus  types. The  classified 
BMC  locus  types, excluding  satellite and  satellite‐like  loci, denoted as  colored  shapes 
are adjacent  to  the phyla  in which  they appear. For a given phylum,  the shape of  the 
triangular wedge represents sequence diversity; the nearest edge represents the shortest 
branch  length  from  the phylum node  to a  leaf, while  the  farthest edge  represents  the 
longest branch length from the phylum node to a leaf. Phyla marked with an asterisk (*) 
are not in NR but contain BMC loci; the data were retrieved from IMG (Materials and 
Methods). Phylum tree based on [64] with expansion by Christian Rinke. 
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Chapter 3 
 
Characterization of a Planctomycetal Organelle: A Novel 
Bacterial Microcompartment for the Aerobic Degradation of 
Plant Saccharides 
 
Preface 
The contents of this chapter are based on the following publication: 
Onur  Erbilgin,  Kent  L.  McDonald,  Cheryl  A  Kerfeld  (2014).  Characterization  of  a 
Planctomycetal  Organelle:  A  Novel  Bacterial  Microcompartment  for  the  Aerobic 
Degradation of Plant Saccharides. Applied and Environmental Microbiology; April, Vol 80 
No. 7, pp. 2193 – 2205, doi: 10.1128/AEM.03887‐13 
My  contribution  to  this  work  included  designing  and  conducting  experiments, 
analyzing  data,  and  writing  the manuscript.  Dr.  Kent  L. McDonald  performed  the 
electron microscopy, and Shreya Condamoor conducted the experiments related to the 
BMC‐P  proteins.  Dr.  Cheryl  A.  Kerfeld  supervised  the  project  and  contributed  to 
writing the manuscript.  
 
Abbreviations: 
BMC  Bacterial Microcompartment 
BMC‐H  Bacterial Microcompartment shell protein that forms a hexamer 
(single PF00936 domain) 
BMC‐T  Bacterial Microcompartment shell protein that forms a trimer 
(tandem PF00936 domains) 
BMC‐P  Bacterial Microcompartment shell protein that forms a pentamer 
(single PF03319 domain) 
PDU  Propanediol utilization via a Vitamin B12‐dependent enzyme 
EUT  Ethanolamine utilization via a Vitamin B12‐dependent enzyme 
GRM  Glycyl radical enzyme‐containing metabolosome locus 
PV  Planctomycetes and Verrucomicrobia‐type 
ETU  Ethanol utilization 
AldDH  Aldehyde Dehydrogenase 
NAD  Nicotinamide adenine dinucleotide 
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Abstract 
Bacterial  Microcompartments  (BMCs)  are  organelles  that  encapsulate  functionally 
linked  enzymes  within  a  proteinaceous  shell.  The  prototypical  example  is  the 
carboxysome,  which  functions  in  carbon  fixation  in  cyanobacteria  and  some 
chemoautotrophs. It is increasingly apparent that diverse heterotrophic bacteria contain 
BMCs that are involved in catabolic reactions, and many of the BMCs are predicted to 
have  novel  functions.  However,  most  of  these  putative  organelles  have  no 
experimentally determined  function. In  this study, we sought  to discover  the  function 
of  a  conserved  BMC  gene  cluster  encoded  in most  of  the  sequenced  planctomycete 
genomes. This BMC  is especially notable  for  its relatively simple genetic composition, 
remote  phylogenetic  position  relative  to  characterized  BMCs,  and  its  apparent 
exclusivity  to  the  enigmatic  verrucomicrobia  and  planctomycetes.  Members  of  the 
phylum Planctomycetes are known for their morphological dissimilarity to the rest of the 
bacterial  domain:  internal  membranes,  reproduction  by  budding,  and  lack  of 
peptidoglycan. As a result, they are ripe for many discoveries, but currently have very 
limited  genetics.  We  expanded  the  genetic  toolbox  for  the  planctomycetes  and 
generated directed gene knockouts of BMC‐related genes in Planctomyces limnophilus. A 
metabolic  activity  screen  revealed  that  BMC  gene  products  are  involved  in  the 
degradation of a number of plant and algal cell wall sugars. Among  these sugars, we 
confirmed that BMCs are formed and required for growth on L‐fucose and L‐rhamnose. 
Our  results  shed  light on  the  functional diversity of BMCs as well as  their ecological 
role in the planctomycetes, which are commonly associated with algae. 
 
Introduction 
Bioinformatic surveys of sequenced bacterial genomes have revealed that roughly 20% 
of  them  contain gene  clusters with  the potential  to  form  functional BMCs,  for which 
only speculative functions have been assigned based on gene annotations [1–5]. One of 
these  loci,  the  GRM5  locus  in  Clostridium  phytofermentans  [4],  has  recently  been 
investigated  and  has  been  shown  to  utilize  a  glycyl‐radical  enzyme  to  degrade  1,2‐
propanediol [6]; this is in contrast to the PDU metabolosome of S. enterica, which uses a 
vitamin  B12‐dependent  enzyme.  The  recent C.  phytofermentans  study marked  the  first 
reverse  genetics  approach  to  confirm  the  presence  of  a  bioinformatically  predicted 
BMC, and surprisingly revealed an alternative mechanism with which  to degrade 1,2‐
propanediol. However,  the majority  of  bioinformatically  identified  BMC  loci  remain 
with tentative or no functional prediction whatsoever.  
We  identified  one  such  locus  conserved  in  the majority  of  sequenced planctomycete 
genomes, and in one clade of the phylum Verrucomicrobia [4]. Depending on the species, 
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the  locus contains between 11 and 13 genes, which we  refer  to as Planctomycete and 
Verrucomicrobia metabolosome genes A  through O  (Appendix B, Table S1). The phyla 
Planctomycetes  and  Verrucomicrobia  are  closely  related;  they  are  united  by  their 
morphological  similarity,  in particular  intracellular membrane organization  [7,8], and 
were among the first bacteria to challenge the view that bacteria are simple organisms 
lacking organizational complexity. The planctomycetes  form  three distinct clades: one 
of which consists of autotrophic species that contain the anammoxosome (Reviewed in 
van Niftrik and  Jetten 2012),  the class Phycisphaerae, which are  facultative aerobes and 
divide  by  binary  fission  [10],  and  the  class  Planctomycetia,  members  of  which  are 
predominantly  aerobic  or  facultatively  aerobic,  lack  anammoxosomes,  and divide  by 
budding. Nine members from this latter clade representing seven genera isolated from 
very different habitats have  sequenced genomes; eight  contain  the BMC gene  cluster. 
This  locus  is apparently restricted  to  the planctomycetes and verrucomicrobia, and  its 
function provides clues to the ecological role of the ubiquitous planctomycetes, as well 
as the diversity of BMCs.  
 
Results 
A conserved BMC gene cluster is present in members of the phyla Planctomycetes 
and Verrucomicrobia 
The Planctomycetes  and Verrucomicrobia‐type  (PV) BMC gene  cluster  is defined by  the 
presence  of  two  (or  three  in  Singulisphaera  acidiphila  and  Isosphaera  pallida)  genes 
encoding BMC‐H proteins, and  three genes encoding BMC‐P proteins  (Figure 1A).  In 
addition  to  the shell proteins,  five genes code  for putative enzymes, and  the cluster  is 
preceded  by  a  transcriptional  regulator,  suggestive  of  operon‐like  regulation  (Figure 
1A).  Interestingly,  the gene  clusters present  in  the Verrucomicrobia  either do not have 
this transcriptional regulator, or have it in the opposite orientation relative to the rest of 
the gene cluster; this may reflect a different type of regulation between the two phyla.  
Based on the species tree,  it appears as though the PV gene cluster was present  in the 
last  common  ancestor  of  the  classes  Phycisphaerae  and  Planctomycetia, with  Gemmata 
obscuriglobus having lost the gene cluster (Figure 1A). A similar situation is apparent in 
the Verrucomicrobia, where Coraliomargarita akajimensis apparently  lost  the gene cluster. 
The bootstrap values for the nodes at which G. obscuriglobus bifurcates within the class 
Planctomycetia  are  very  low,  and  this  could  be  because  the  “true”  position  of  G. 
obscuriglobus is most likely basally located within the class, as has been shown in other, 
more  phylogenetically  focused  studies  [11–13].  As  a  result,  we  cannot  definitively 
determine whether the G. obscuriglobus genome lost the BMC locus, or never contained 
it. However, in either case the species tree is consistent with vertical inheritance of the 
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gene  cluster  within  the  respective  phyla,  as  opposed  to  horizontal  gene  transfer, 
highlighting  the  retention  of  the  loci  over  evolutionary  timescales.  Conservation  of 
genes in a specific order across species typically suggests that they function together in 
a  given  biological  phenomenon  [14];  accordingly we  hypothesized  that  the  PV  gene 
cluster encodes a bona fide BMC. 
 
Bioinformatic comparison of PV BMC genes to other metabolosome genes 
We  focused  on  the  gene  complement  in  P.  limnophilus  as  the  representative  BMC‐
associated gene cluster because this species is rapidly becoming a model organism with 
which to study planctomycete biology [15,16]. We compared its composition to that of 
the EUT and PDU BMC loci found in S. enterica, and to the GRM5 BMC locus found in 
C. phytofermentans  (Table 2). While  the PDU, GRM5, and EUT  loci contain at  least one 
BMC‐T  protein,  P.  limnophilus  does  not  have  any;  nor  does  any  planctomycete  or 
verrucomicrobium.  In  addition,  the  PV  locus  contains  three  genes  encoding  BMC‐P 
proteins, while  the  EUT  and  PDU  BMC  loci  each  have  only  one.  In  addition  to  the 
differences in shell protein composition, it also appears that all four BMCs use distinct 
enzymes  to generate  an  aldehyde  (Table  2). Downstream  of  aldehyde generation,  all 
four  types of BMC  loci are  similar,  containing enzymes  required  to participate  in  the 
core BMC biochemistry (Table 2). Furthermore, all of the signature enzymes as well as 
the aldehyde dehydrogenases  (AldDHs) across  the  loci  contain a BMC  encapsulation 
peptide  [1]  not  present  in  non‐BMC  associated  homologs.  Thus  it  appears  that  an 
aldehyde can be generated and partially catabolized in the putative PV BMC, as in the 
PDU, EUT, and GRM5 BMCs.  
The  aldolase  in  the GRM5  locus has been  reported  to generate  lactaldehyde  from L‐
fucose  and  L‐rhamnose  [6],  and  is  homologous  to  the  aldolase  in  the  PV  locus, 
suggesting  a  similar  function  in  these  BMCs. While  pairwise  sequence  comparisons 
(Appendix B, Figure S1) supported a possible common function in the BMCs, a few key 
differences are apparent. First, the propanol dehydrogenase present in the GRM5 BMC 
gene  cluster  (cphy_1179)  does  not  have  any  bidirectional  hits  to  genes  in  the  P. 
limnophilus genome, indicating that no ortholog is present [17] (Appendix B, Figure S1). 
Second, the gene order within the PV BMC gene cluster is markedly different from that 
in other BMC gene  clusters;  such dissimilarity has been proposed  to be  indicative of 
operon  evolution  associated with diverging  function  [18]. Finally  and most  critically, 
both the PV BMC gene cluster and the P. limnophilus genome lack any homologs to the 
propanediol dehydratase (forming propionaldehyde from 1,2‐propanediol) genes found 
in either PDU or GRM5 loci (Appendix B, Figure S1), so it is unlikely that propanediol is 
processed by this BMC. Given these observations, we hypothesized that the PV BMC is 
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involved  in  the  degradation  of  L‐fucose,  L‐rhamnose,  and/or  related  sugars,  via  a 
pathway different from that of C. phytofermentans.  
 
The PV BMC appears to be involved in several saccharide degradation pathways 
In  order  to  experimentally  identify  the  substrate  of  the  PV  BMC  and  the  related 
biochemical reactions that take place, we conducted an aerobic metabolic screen using 
Biolog Phenotype Microarrays (Biolog, Hayward, CA). In this assay, 96‐well plates have 
prospective  substrates  lyophilized  in  each  well,  and  are  inoculated  with  a  cell 
suspension containing a redox‐sensitive dye. Reducing equivalents are generated when 
a  sample has metabolic activity  in  the well, which  reduce  the dye,  turning  it purple. 
Given  that  all  BMCs  characterized  to  date  are  involved  in  carbon metabolism,  we 
selected  phenotype  microarrays  containing  a  library  of  carbon  sources.  One  of  the 
presumed core PV BMC enzymes, PvmJ,  is a NAD+‐dependent dehydrogenase, which 
should produce NADH when the BMC substrate is being degraded. We predicted that a 
mutant of P.  limnophilus deficient  in  this gene would display  little  to no metabolism‐
associated signal, and comparison with wild type growth would be an effective method 
to rapidly generate a  list of candidate  functions  for  the BMC. PvmJ was deleted using 
homologous  recombination  by  replacing  the  gene with  the  npt  kanamycin  resistance 
gene under the control of its own promoter, in an orientation opposite to that of the rest 
of the gene cluster (Figure 2A). This marks the first  instance a directed gene knockout 
has been made in the phylum Planctomycetes; all other studies have employed random 
transposon insertion [15,16]. We confirmed that the selectable marker replaced pvmJ by 
PCR genotyping (Figure 2B). All tested clones were double recombinants, not requiring 
a  secondary  selection  step,  highlighting  the  potential  of  reverse  genetics  to  study 
planctomycetal  biology.  In  order  to  control  for  any  adverse  metabolic  effects  that 
expressing the npt gene may have, we also generated a control strain, with the npt gene 
replacing  plim_1104,  a  pseudogene  in  a  relatively  barren  region  of  the  chromosome 
(Appendix B, Figures S2A and B). Thus we have also  identified a neutral site  in  the P. 
limnophilus  genome  in  which  to  introduce  genetic  constructs  for  heterologous 
expression for other types of genetic studies. 
Surprisingly,  the  AldDH mutant  pvmJ  displayed  a metabolic  deficiency  in  several 
conditions,  as  opposed  to  one  or  two  (Appendix B, Figure  S3). There were  also  some 
compounds where  the mutant appeared  to produce a stronger signal  than  the control 
strain, but we did not expect these compounds to readily inform about the function of 
the BMC and so  they were not  further  investigated. The substrates  that displayed  the 
strongest  metabolic  deficiency  were  pectin,  mannose‐containing  compounds  (D‐
mannose, mannan, α‐methyl‐D‐mannoside), turanose‐containing compounds (turanose 
and melezitose),  D‐raffinose,  and  L‐fucose  (Appendix  B,  Figure  S3).  For  all  of  these 
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sugars,  the mutant  still  displayed  a  basal  level  of metabolic  signal  except  L‐fucose, 
which was completely devoid of metabolic signal (Appendix B, Figure S4). Furthermore, 
we observe only minimal metabolic signal in the well containing propanediol, (Appendix 
B, Figure S4, PM1 well D5), as well as no significant difference  in signal between  the 
mutant and control strain with this substrate. Thus the PV BMC AldDH appears to be 
involved  in the catabolism of a number of carbon sources, and  is absolutely necessary 
for  the  degradation  of  L‐fucose  and  L‐rhamnose,  which  appears  to  proceed  via  a 
pathway independent of propanediol. 
 
PV‐type BMC genes are required to degrade L‐fucose and L‐rhamnose. 
In  order  to  focus  on  the  physiological  roles  of  the  putative  AldDH  (pvmJ)  and  the 
putative  aldolase  (pvmN),  we  constructed  deletion  mutants  designed  specifically  to 
avoid  any  polarity  effects  (Appendix  B,  Figure  S2C‐F).  We  confirmed  that  these 
mutations produced no transcript of the deleted gene, and did not significantly disrupt 
the  expression  of  downstream  genes when  cells were  grown  on  L‐fucose  (data  not 
shown).  
We investigated the growth of the ΔpvmJ and ΔpvmN strains in the presence or absence 
of  L‐fucose  and  the  structurally  similar  deoxy  sugar  L‐rhamnose.  Due  to  the  slow 
doubling time of P.  limnophilus (about 20 hours on D‐glucose; data not shown),  it was 
not feasible to conduct the growth experiments with either L‐fucose or L‐rhamnose as 
the  sole  carbon  source.  Instead, we  continued  to  supplement  the medium with  0.1% 
yeast extract  to  reach suitable growth  rates. The growth profiles of wild‐type and  the 
Δplim_1104  control  strain were  comparable,  allowing us  to  control  for  any metabolic 
stress associated with the expression of the npt gene product (Appendix B, Figure S5).  
The ΔpvmJ mutant had a detectable growth defect  in  the presence of L‐fucose, and a 
slight defect for L‐rhamnose, but had a growth rate similar to the control strain on yeast 
extract  alone,  indicating  that  this AldDH mutant  could  not  utilize  those  sugars  for 
energy, but could grow on nutrients supplied by the yeast extract (Figures 3A and B). 
Interestingly, the ΔpvmN (aldolase mutant) strain did not grow at all in the presence of 
either L‐fucose or L‐rhamnose  (Figures 3A and B). This  is suggestive of a  toxic effect, 
since nutrition  from  the yeast extract  is present. We verified  this by  spiking L‐fucose 
into D‐glucose‐grown ΔpvmN  cultures when  they  reached  early  exponential  growth. 
The  cultures  that  were  challenged  with  L‐fucose  displayed  a  dramatically  reduced 
growth rate and the cell density after six days of growth was substantially  lower than 
that of the control (Figure 3C). These observations are consistent with an accumulation 
of an inhibitory factor when ΔpvmN is grown on L‐fucose and L‐rhamnose. We further 
suggest that the pvmN gene product serves to detoxify this inhibitory factor. In addition, 
it  appears  that  this  gene  cluster  is  not  catabolically  repressed  by  the  presence  of D‐
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glucose. Collectively, the data indicate that the putative aldolase and AldDH of the PV 
BMC gene cluster are  involved  in  the catabolic pathway of L‐fucose and L‐rhamnose, 
and that this pathway produces toxic intermediates.  
 
Planctomycetes assemble a metabolosome to degrade L‐fucose and L‐rhamnose 
Since metabolosomes  have  been  proposed  to  sequester  reactions  that  produce  toxic 
intermediates [19], we examined whether the formation of a BMC (composed of a shell 
and  encapsulated  enzymes)  was  involved  in  the  metabolism  of  L‐fucose  and  L‐
rhamnose. In order to confirm a role for the BMC shell proteins, we deleted pvmD and 
pvmE, the only two BMC‐H shell proteins present in the gene cluster (Table 2, Appendix 
B, Figures S2G and H), which  is expected  to abolish metabolosome shell  formation or 
integrity.  In  the  presence  of  L‐rhamnose,  the ΔpvmDE mutant  grew  slower  than  the 
control, mimicking  cells grown  on yeast  extract  alone. However, when grown  in  the 
presence  of  L‐fucose,  the mutant  exhibited  growth  inhibition  similar  to ΔpvmN,  the 
putative aldolase mutant, and growing roughly one order of magnitude slower than the 
control strain (Figure 4A). The three BMC‐P genes were also individually knocked out 
and assessed  for ability  to grow  in  the presence of  fucose.  Interestingly, we observed 
that all  three BMC‐P genes are essential for growth on fucose, even  in the presence of 
glucose (Figure 7), similar to the ΔpvmN aldolase mutant. This is in contrast to previous 
studies on  the EUT  and PDU metabolosome  in which  individual  shell proteins were 
deleted and relatively minor growth defects were observed [20,21]. These data suggest 
that the shell proteins are required for the optimal metabolism of both L‐fucose and L‐
rhamnose.  
To confirm that a BMC is formed, we visualized wild‐type P. limnophilus cells grown on 
L‐fucose, L‐rhamnose, or D‐glucose by electron microscopy.  It has been  reported  that 
BMCs  are  most  apparent  in  stationary  phase  cultures  of  S.  enterica  [22,23]  and  C. 
phytofermentans [6], so we grew P. limnophilus to stationary phase before preparing thin 
sections.  BMC‐like  structures  were  present  in  L‐fucose  and  L‐rhamnose  grown  cell 
populations,  but  not  in  D‐glucose  grown  cultures  (Figures  4B,  C,  and  D).  These 
structures are 55±9 nm  (n=47)  in diameter, and  resemble  in  size and morphology  the 
BMCs  observed  in  S.  enterica  [24]  and  C.  phytofermentans  [6].  Although  amorphous 
bodies are present in D‐glucose grown cells, they do not have the distinct edges seen for 
the BMCs, and do not otherwise resemble the structures of metabolosomes (Figure 4D). 
Collectively,  these  data  strongly  suggest  that  a  bona  fide  BMC  is  synthesized  in  P. 
limnophilus in order to degrade fucose and rhamnose.  
 
Planctomycete BMC‐P proteins do not all form pentamers 
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It  is  intriguing  that  the PVM gene  cluster has a nearly 1:1  ratio of BMC‐H  to BMC‐P 
genes, while the average across all observed BMC loci is about 3.5:1, and the majority of 
loci  only  encode  one  BMC‐P  [4].  We  hypothesized  that  some  of  the  PVM  BMC‐P 
proteins may form oligomeric states other than a pentamer. To test this hypothesis, we 
heterologously  expressed  and  purified  PvmH,  PvmK,  and  PvmM  and  performed 
analytical  size  exclusion  chromatography  to  estimate  the  molecular  mass  of  each 
protein. Surprisingly, we observed  that  the PvmH oligomer had an estimated mass of 
roughly 117 kDa, corresponding to an 8.5‐mer (calculated monomer mass of 13.7 kDa), 
while  PvmK  had  an  estimated  mass  of  about  30  kDa,  corresponding  to  a  trimer 
(calculated monomer mass of 9.9 kDa) (Figure 6A). Unfortunately, we have been unable 
to  purify  enough  PvmM  at  a  high  enough  purity  to  conduct  these  analytical 
experiments. We further investigated PvmK by applying it over a size exclusion column 
packed with  resin  of  smaller  pore  diameter, which  is more  accurate  for  estimating 
smaller molecular masses. In  this column, PvmK eluted at a volume corresponding  to 
about 22 kDa, confirming that it was not a pentamer, and indicating it may be a dimer 
(Figure 6B).  
 
BMC genes  are  required  for growth  on  fucoidan,  a  sulfated polysaccharide  from 
macroalgae 
L‐fucose and L‐rhamnose rarely occur  in nature as monosaccharides;  they are usually 
components  of  polysaccharides.  We  next  considered  possible  sources  of  these 
saccharides  that may be  encountered by planctomycetes. Planctomycete genomes  are 
known to encode more sulfatase genes than those of most organisms; moreover, some 
planctomycetes have been shown to grow on sulfated polysaccharides [25]. The sulfated 
polysaccharide fucoidan is composed of 95% L‐fucose [26], and we hypothesized that P. 
limnophilus  could  utilize  this  compound  as  a  source  for  L‐fucose.  We  conducted  a 
growth  assay  using  the Δplim1104  control  strain,  the ΔpvmDE  shell mutant,  and  the 
ΔpvmN aldolase mutant on YVT medium supplemented with fucoidan extract from the 
Laminaria  genus  of  brown  alga. While Δplim_1104  exhibited  appreciable  growth,  the 
shell  protein mutant ΔpvmDE  appeared  to  grow  about  the  same  as  on  yeast  extract 
alone,  indicating  that  the  fucoidan  could  not  be metabolized,  and  that  no  inhibitory 
factor was  accumulating  (Figure  7).  The ΔpvmN  aldolase mutant  exhibited  the  same 
growth  suppression  seen  on  L‐fucose  and  L‐rhamnose  (Figure  7),  suggesting  that 
fucoidan  is being desulfated and broken down  into  fucose monomers, and  then being 
further metabolized to an inhibitory metabolite.  
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Using  suppressors  of  fucose  toxicity  to  identify  genes  upstream  of  BMC 
metabolism 
Based  on  our  bioinformatic  and  experimental  data,  and  previous  genetic 
characterization of homologs in the EUT, PDU, and GRM5 metabolosomes, we propose 
a biochemical model  for  the  function of  the PV BMC, with  two alternative upstream 
pathways  to  generate  lactaldehyde  from  L‐fucose  (or  L‐rhamnose):  phosphorylative 
[27], and non‐phosphorylative [28–30] (Figure 8). It is not clear which of these strategies 
P. limnophilus uses, as we could not identify homologs for the full enzyme complement 
for either pathway in its genome (Figures 8 and Appendix B, Figure S1); these activities 
may be provided via non‐orthologous gene displacement [31]. Owing to the toxic effect 
of  fucose  on  the  pvmN  aldolase mutant, we  suspected  that  natural mutations may 
suppress the toxic phenotype and allow for growth in the presence of fucose; the genes 
in which  these mutations  occurred  could  then  be  identified  and  potentially  used  to 
characterize  the  biochemical  pathway  upstream  of  the  BMC  and  indentify  the  toxic 
metabolite.  
While  conducting  growth  curves  of  the  pvmN  aldolase  mutant  on  YVT  medium 
supplemented with  a mixture  of  fucose  and  glucose, we  observed  that  the mutant 
seemed to recover from the toxic effect of fucose after about five days of incubation and 
had a growth profile very similar to the wild‐type strain after this time, albeit shifted by 
five days  (Figure 9A, solid  lines). We suspected  that  this recovery was due  to genetic 
suppressors of  fucose  toxicity present  in  the population. This recovery of growth was 
not  observed  when  pvmN  was  grown  on  fucose  alone  (Figure  9A,  dashed  lines), 
indicating  that  the  suppressor  mutations  were  in  the  fucose  degradation  pathway 
preventing  the  generation  of  the  toxic metabolite  by  preventing  the metabolism  of 
fucose.  
There are likely many mutations that would result in a suppression of fucose toxicity, so 
in  order  to  isolate genetic  clones  of  a given  suppressor mutation, we plated  a dense 
culture  (see  Materials  and  Methods)  of  pvmN  on  YVT  plates  supplemented  with 
glucose and fucose, with fucose serving as selection against the parent strain. After an 
incubation  period  of  ten  days,  several  colonies  grew  and we  isolated  four  of  them: 
strains OE26‐OE29. The incubation period leading to colony formation was comparable 
to  that of our other  transformations,  indicating  that all  the suppressor strains had  the 
mutation  prior  to  plating. We  then  conducted  growth  curves  of  the  isolates  in YVT 
medium supplemented with glucose and fucose, or fucose alone (Figure 9B). All of the 
suppressor strains began growing  immediately  in the medium containing glucose and 
fucose, with a  lag phase  comparable with  the wild‐type  strain  (Figure 9B,  solid  lines), 
indicating  that  the  growth  recovery  observed  earlier  was  not  due  to  a  delayed 
detoxification of the offending compound (otherwise, a delay in growth similar to that 
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seen  in  Figure  9A  would  be  observed  for  the  suppressor  strains).  None  of  the 
suppressor  strains  grew  on  fucose  alone,  further  supporting  our  hypothesis  that  the 
suppressor mutations  are  in  genes  involved  in  fucose  toxicity,  and  likely  inactivate 
genes upstream of the generation of the toxic compound (Figure 9B, dashed lines). We 
must  note  that  suppressor  strains  OE26  and  27  seemed  to  slightly  increase  in  cell 
density after 5 days of incubation, potentially suggesting that additional mutations may 
have  accrued  in  those  strains  that  allow  for  growth  on  fucose.  Interestingly,  all  four 
suppressor strains displayed drastically different growth profiles on glucose and fucose 
(Figure 9B, solid  lines), suggesting  that  they each have a mutation  in a different gene, 
and/or  the  mutations  result  in  a  varying  level  or  rate  of  accumulation  of  toxic 
compound.  
We  next  sequenced  the  genomes  of  the wild‐type,  pvmN,  and  suppressor  strains,  to 
identify  the mutations responsible  for  the suppressor phenotype. After accounting  for 
background  mutations  in  the  wild‐type  and  pvmN  strains,  we  found  only  one 
significant mutation in each of the four suppressor strains (Appendix B, Table S4). OE26 
contained a single nucleotide mutation (thymine 172 to cytosine) in plim_1608, resulting 
in  tryptophan  58  being mutated  on  an  arginine. OE29  also  contained  a mutation  in 
plim_1608: an insertion of the sequence TGCGGGATGCA after nucleotide 262, resulting 
in a  frame  shift mutation ending  in an early  termination  sequence. OE27  contained a 
single  nucleotide  (adenine  499)  deletion  in  plim_3316,  also  resulting  in  a  frame  shift 
mutation  ending  at  an  early  termination  sequence.  Finally, OE28  contained  a  single 
nucleotide mutation (guanine 65 to adenine) in plim_2489 resulting in glycine 22 being 
mutated to an aspartate.  
 
Discussion 
We have shown that bacterial microcompartments are formed in P. limnophilus and that 
they  are  required  for  aerobic  growth  on  L‐fucose,  L‐rhamnose,  and  the  sulfated 
polysaccharide  fucoidan.  In order  to  study  the BMC, we generated  the  first  reported 
series  of  directed  gene  knockouts  in  a  planctomycete,  advancing  the  genetic  toolset 
available for the phylum. Analysis of these mutants suggests that the organelle serves to 
detoxify products generated  in  the aerobic degradation pathway(s) of  those sugars. In 
addition, we have observed a BMC mutant to be deficient in the degradation of several 
other carbon sources present in a metabolic screen.  
It remains unclear which catabolic pathway P. limnophilus uses to degrade L‐fucose and 
L‐rhamnose to the aldolase substrate, although we have uncovered some clues that may 
even  suggest  an  alternative, hybrid pathway. Mutations  in  plim_1608,  plim_3316,  and 
plim_2489 allowed pvmN  to grow on  fucose, otherwise  toxic  to  the  strain. Plim_3316 
has homology to xylose isomerase, indicating it could be involved in the isomerization 
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of fucose to fuculose, the first step in the phosphorylative pathway (Figure 8). However, 
plim_2489  is  annotated  as  an  oxidoreductase,  indicating  that  the  protein  likely 
participates  in electron  transfer utilizing electron shuttle cofactors such as NAD(P)/H. 
Such a reaction does not exist in the phosphorylative pathway, but is the first step of the 
nonphosphorylative  fucose/rhamnose degradation pathway  (Figure  8). Here we have 
two seemingly conflicting results, but they may in fact indicate that P. limnophilus uses a 
third as‐yet unidentified catabolic pathway of degrading fucose – one that requires both 
an  isomerization  and  dehydrogenation.  The  third  suppressor  gene,  plim_1608,  is 
annotated as a hypothetical protein but contains an RmlC jelly‐roll cupin domain. RmlC 
is  an  epimerase  involved  in  the  biosynthesis  of  the  cell‐wall  carbohydrate  dTDP‐
Rhamnose  [32]. Of course,  this annotation  is simply a suggestion based on homology, 
but  it may  nonetheless  indicate  that  Plim_1608  is  an  enzyme  that  isomerizes  some 
derivative  of  fucose  and  rhamnose.  Interestingly,  none  of  these  genes  are  in  close 
proximity  to one another genomically,  in contrast  to many other examples  [33] where 
related  enzymes  are  in  the  same  genetic  locus,  including  fucose  and  rhamnose 
degradation  [34,35].  Such piecemeal  genomic  organization  of  these  suppressor  genes 
could be indicative that the fucose/rhamnose degradation pathway evolved as such, via 
separate horizontal gene transfer events or co‐opting existing genes to carry on a new 
function.  Indeed,  the  genetic  neighborhoods  of  the  three  genes  are  rife  with 
hypothetical  genes,  genes  with  domains  of  unknown  function,  and  genes  with 
annotations  that  have  no  functional  thread  to  link  them.  More  work  is  needed  to 
identify the catabolic pathway upstream of the BMC, which very well might prove to be 
completely novel, or a hybrid between phosphorylative and nonphosphorylative. 
The  BMC‐encoded  aldolase  is  capable  of  acting  on  intermediates  of  both 
phosphorylative  and  non‐phosphorylative  degradation  pathways  to  produce 
lactaldehyde as well as a  compound  that  can  readily enter  central metabolism: either 
dihydroxyacetone phosphate, or pyruvate  (Figure 8)  [28,34,36,37]. Downstream of  the 
aldolase reaction, the remaining four enzymes in the PV BMC gene cluster participate in 
reactions  that  degrade  lactaldehyde  to  lactate  while  allowing  for  cofactor  recycling 
within the compartment; this is required because the BMC shell prevents the diffusion 
of NAD+/H and Coenzyme A to the cytosol [38,39] (Figure 8). The lactate can then enter 
glycolysis via pyruvate,  and be  respired  to generate  several  reducing  equivalents  for 
cellular energy. The propanediol is produced as a result of cofactor recycling, and may 
be excreted; there is no obvious evidence of P. limnophilus being able to metabolize this 
compound (Appendix B, Figure S4, PM1 well D4), an observation corroborated by other 
investigators  [40]. Due  to  the PV BMC metabolism being aerobic,  the end products of 
the  BMC metabolism  (DHAP  and/or  pyruvate)  both  likely  enter  the  TCA  cycle  and 
generate  ATP  through  oxidative  phosphorylation.  We  posit  that  the  competitive 
advantage provided by the PV BMC outweighs the potential loss of energy in the form 
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of  excreted  propanediol.  Furthermore,  although  we  grew  P.  limnophilus  aerobically 
only, our model also supports fermentative growth on L‐fucose and L‐rhamnose, as the 
pathway would net one NADH or ATP, depending on  if  the phosphorylative or non‐
phosphorylative pathway were being utilized, respectively. 
Both pvmN, which generates an aldehyde, and pvmJ, which degrades the aldehyde, are 
predicted to contain a BMC‐encapsulation peptide [1]. Similar peptides are found  in a 
subset of enzymes associated with PDU [41,42], GRM5, and EUT BMCs that are shown 
or  predicted  to  generate  or  degrade  an  aldehyde  intermediate  [1].  These  peptides 
interact with shell proteins  [1,43], although  it  is not clear whether  they associate with 
the inner or the outer surface of the shell; for example it has recently been posited that 
ethanolamine  ammonia‐lyase  associates  with  the  outside  of  the  shell  and  “injects” 
acetaldehyde  into  the  lumen  [39].  It  is possible  that pvmN  is similarly associated with 
the outside of the shell, as it presumably would be difficult for its six‐carbon substrate 
to efficiently diffuse across a shell designed to sequester metabolites [3]. Although some 
crystal  structures  of  shell  proteins  contain  large  gated  pores  that  could  allow  larger 
metabolites across  [44–46],  these are confined  to BMC‐T proteins, which PV BMC  loci 
lack  (Table 2). As ADP and ATP are slightly  larger  than L‐fucose, we predict  that  the 
final  product  of  the  core  BMC  chemistry,  lactyl  phosphate,  diffuses  out  of  the 
compartment and is converted to lactate by cytosolic pvmG. It must be noted, however, 
that  the PV BMC shell gene complement  is unique and could allow  for non‐canonical 
shell units  that permit  the  larger  substrates  and  cofactors  to diffuse  across  the  shell, 
functionally replacing BMC‐T shell units. 
On  average,  BMC  loci  contain  3.5  BMC‐H  genes  for  every  one  BMC‐P  gene,  likely 
because only 60 copies of a BMC‐P protein are required to form the 12 pentamers that 
cap the vertices of the BMC shell [4]. However, the pvm locus is one of a few locus types 
that have  a much  lower  ratio,  close  to  1:1  [4]. Based on our  analytical  size  exclusion 
chromatography  data,  at  least  one  PVM  BMC‐P  shell  protein  (PvmH)  appears  to  be 
larger than a pentamer, while another (PvmK)  is estimated to only be a dimer. PvmH 
may  take  on  the  role  of  capping  the  vertices,  or  it may  incorporate within  the  shell. 
PvmK could form a hetero‐oligomer, potentially with PvmM (the third BMC‐P protein 
in  the  locus). Regardless of definite  structure,  all  three BMC‐P proteins  appear  to be 
critical in alleviating fucose toxicity, apparently more so than the BMC‐H proteins. This 
observation may provide a clue in to the workings of this BMC. Without any BMC shell 
(i.e.  in  the  ΔpvmDE  mutant),  the  degradation  of  fucose  and  any  resulting  toxic 
compound would  not  cease  altogether,  but  simply  happen more  slowly  and/or  less 
efficiently, as the proteins are still available in the cytosol. However, if we assume that 
BMC‐P  proteins  cap  the  vertices  and/or  incorporate  into  the  greater  shell,  then  the 
removal of one or more of these proteins would still result in a BMC shell formed by the 
BMC‐H proteins, but the shell would be expected to be “leaky,” as has been observed 
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for  the  carboxysome  [47]. These  conditions  clearly  lead  to a noxious buildup of  toxic 
metabolite in P. limnophilus, similar to when the aldolase is deleted. These observations 
could be  interpreted  to  suggest  that having  a  leaky  shell prohibits  the  aldolase  from 
properly  functioning,  or  that  there  are  two  toxic  metabolites  formed  in  fucose 
metabolism: one upstream of the aldolase, and another generated within the BMC shell, 
presumably lactaldehyde. Clearly there are still many unanswered questions regarding 
the biochemical pathway of fucose and rhamnose metabolism and the role that the BMC 
plays in the planctomycetes. 
 
Phylogeny of the PV Metabolosome 
Notably,  the  PV  BMC  appears  to  be  restricted  to  the  phyla  Planctomycetes  and 
Verrucomicrobia (Figure 1). This is a curiosity, as BMC gene clusters appear to be prone 
to horizontal gene transfer, explaining their widespread presence in bacterial genomes 
[3,48,49].  However,  there  are  multiple  biochemical  strategies  used  by  bacteria  to 
degrade  L‐fucose  and  L‐rhamnose  [28,30,34,50],  and  the  PV  BMC  would  not  be 
expected  to  provide  any  further  fitness  advantage  to  organisms  that  could  already 
degrade  those  compounds;  this  perhaps  explains  their  restricted  distribution.  A 
corollary to these assumptions is that ancient planctomycetes could not fully metabolize 
L‐fucose  and  L‐rhamnose  until  acquiring  a  BMC  locus  via  horizontal  gene  transfer, 
which  could  explain  our  strange  observations  from  sequencing  the  suppressor 
mutations:  if neither of  the  characterized pathways  existed prior  to BMC acquisition, 
then a completely new pathway could have evolved  from existing enzymes  scattered 
throughout  the genome, or by genes  introduced by  separate horizontal gene  transfer 
events.  
 
Environmental sources of PV BMC substrates 
Optimal  L‐fucose  and  L‐rhamnose  metabolism  could  be  very  important  for 
planctomycete  niche  specialization.  These  sugars  are  commonly  found  in 
extrapolysaccharides  of  bacteria  and  fungi  [51],  lipids  [52],  and  plant  and  animal 
saccharides  [26,53,54]. Planctomycetes have been  shown  to  attach  to detritus  (marine 
snow),  which  is  composed  of  decaying  plant  and  animal material  that most  likely 
contain  L‐fucose  and  L‐rhamnose,  and  thought  to  be  involved  in  carbon  cycling  in 
oceans  [55].  Furthermore,  a  recent  study  has  shown  that  two  planctomycetes,  one 
marine and one freshwater, are capable of degrading several other plant‐derived sugars 
[40].  Seaweeds  and  other  marine  algae  contain  an  abundance  of  sulfated 
polysaccharides [56], two of which are fucoidan and ulvan, which are composed of 95% 
L‐fucose  [26]  and  55%  L‐rhamnose  [54],  respectively.  Members  of  the  phylum 
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Planctomycetes  dominate  seaweed‐associated  biofilms  [57],  frequently  co‐occur  with 
algal blooms [58], and encode an abnormal abundance of sulfatase genes that are used 
to degrade  sulfated polysaccharides  [25]; all of  these observations are  consistent with 
the  prediction  that  many  planctomycetes  species  use  a  BMC  in  degrading  algal 
polysaccharides. 
Sulfated polysaccharides  have  been  associated with  a plant  response  to  salinity  [59], 
and almost all identified sulfated polysaccharides are derived from marine algae, so it is 
logical that marine planctomycetes would have the PV BMC for use in polysaccharide 
degradation.  In  addition  to planctomycetes,  a marine verrucomicrobium of  relatively 
close  relation  to Opitutus  terrae,  a  species  that  contains  a  pvm  locus, was  shown  to 
degrade  fucoidan  from several algal sources  [60]. Intriguingly, we have shown  that P. 
limnophilus,  a  freshwater  planctomycete,  can  grow  on  fucoidan,  and  that  BMC 
components are required for its degradation. This strongly suggests that the organism is 
exposed  to  sulfated  polysaccharides  in  its  typical  niche.  Furthermore,  several  other 
freshwater planctomycetes also contain the pvm locus. It could be that the abundance of 
sulfated polysaccharides  in  freshwater  systems has been underestimated; at  least one 
freshwater phytoplankton species has been observed to possess a sulfated fucan [61].  
Recently,  a  comprehensive  metabolic  screen  of  P.  limnophilus  suggested  that  the 
organism is specialized to degrade plant‐derived sugars and polysaccharides [40]. Our 
results  confirmed  these  observations,  and  further  implicated  the  involvement  of  the 
BMC  in  degrading  some  of  these  compounds.  Notably,  the  ΔpvmJ::IN(npt)  strain 
displayed reduced metabolism on pectin, mannan, and raffinose. These sugars do not 
yield  lactaldehyde  or  propionaldehyde  in  known  degradation  pathways,  but  do 
produce some compounds, such as aldols and glyceraldehyde, that could be substrates 
of pvm gene products. Thus, assuming that shell formation could be regulated, enzymes 
within  the  gene  cluster  would  still  to  be  beneficial  to  planctomycetes  as  soluble 
proteins,  even  when  L‐fucose  and  L‐rhamnose  rich  compounds  are  not  present. 
Whether or not the organism uses just a subset of enzymes from the gene cluster, or an 
entire BMC is synthesized to degrade those sugars remains to be investigated. 
 
Diversity of Bacterial Microcompartments 
When  compared  to  other  BMC  loci,  the  pvm  locus  appears  to  be  relatively  simple, 
containing  only  a  transcriptional  regulator,  enzymes,  and  BMC‐H  and  BMC‐P  shell 
proteins. Other BMC  loci contain BMC‐T shell proteins and several accessory proteins 
that  are  required  to  form  functional  organelles  [1,20,62–65]. Although  some  pvm  loci 
contain  hypothetical  genes  that  could  encode  accessory  proteins  (Figure  1A),  their 
presence is not conserved across the various pvm loci. It will be interesting to determine 
if  these  hypothetical  genes  are  required  for  BMC  function,  and  if  so,  why  some 
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planctomycetes need  them while others do not. Also perplexing  is why  the pvm  locus 
contains three genes for BMC‐P. BMC‐P proteins are minor components of BMC shells: 
only 60 BMC‐P polypeptide chains are required per  icosahedral organelle  to  form  the 
vertices [47,66] and PDU, GRM5 and EUT operons each contain only one BMC‐P gene. 
It may  be  that  these  BMC‐P  proteins  take  on  functions  in  addition  to  capping  the 
organelle vertices. 
The PV BMC marks the sixth experimentally characterized function for a BMC, joining 
the  Carboxysome,  PDU,  EUT,  GRM5,  and  ethanol  utilizing  ETU  [67,68]  BMCs. 
Metabolosome  specialization  can  be  correlated with  the  environmental  niche  of  the 
organism.  For  example,  S.  enterica  and  E.  coli  are  enteric  bacteria  that  are  generally 
exposed  to anaerobic conditions  in  the gut. When provided with L‐fucose as a carbon 
source, the sugar  is anaerobically degraded to 1,2‐propanediol, which  is then excreted 
[50]. When the pdu operon was acquired by an ancestral strain, it most likely provided a 
substantial  fitness  advantage;  the  organism  could  now  utilize  the  propanediol 
previously wasted  [48].  Similarly,  C.  phytofermentans  is  an  anaerobe  associated with 
plant  cell wall degradation,  and would  also  be  expected  to  ferment L‐fucose  and L‐
rhamnose, which are common components of plant cell wall polysaccharides, such as 
the  pectin  rhamnogalacturonan‐I.  On  the  other  hand,  planctomycetes  and 
verrucomicrobia that encode pvm loci are usually associated with aerobic habitats, and 
some are even strict aerobes, and would not need to ferment L‐fucose and L‐rhamnose, 
but  instead degrade  them  (and potentially other polysaccharides) aerobically  through 
the PV BMC.  
With  continued  sequencing  of  microbial  genomes,  the  phylogenetic  and  functional 
diversity  of metabolosomes  is  increasingly  apparent, while  the  core  biochemistry  is 
strikingly  conserved.  Based  on  our  comparison  of  the  PV  metabolosome  to  other 
characterized examples, the key difference among metabolosome types is the identity of 
the enzyme that generates the aldehyde; the biochemical transformations downstream 
of  aldehyde  generation  are  remarkably  similar.  Coupled  with  the  observation  that 
BMCs tend to be organized in readily transmissible units (i.e. tightly clustered loci), it’s 
possible to envision that new functional types of BMCs could have evolved simply by 
horizontally transferring a section of a metabolosome locus that encodes core enzymes 
and  shell  proteins.  All  the  core  enzymes would  need  to  be  transferred,  as  cofactor 
recycling  is  necessary  for  the  macromolecular  biochemical  machine  to  proceed. 
Assuming  a  certain  degree  of  enzymatic  promiscuity,  the  transplanted  BMC would 
degrade  short‐chain  aldehydes  (similar  to  propionaldehyde,  lactaldehyde,  and 
acetaldehyde), provide a new metabolic function for the host microbe, and over time be 
specialized  by  selective  pressures  into  a  new  functional  type  of  BMC.  This  could 
account  for  both  the  apparent  biochemical  diversity  as well  as  the  pervasiveness  of 
metabolosomes  among  the  bacteria,  and  could  have  implications  for  bacterial 
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speciation. Carboxysomes, in contrast, are essentially anabolic BMCs; they do not share 
the  core  biochemistry  of  the  catabolic metabolosomes.  Likewise  understanding  their 
position  in  the evolutionary history of BMCs  is  required  to develop a comprehensive 
theory of BMC evolution and phylogenesis.  
 
Materials and Methods 
Strains, Media and Culture Growth Conditions 
P.  limnophilus Mu290T  [69]  was  grown  in  YVT,  a  modified  PYGV medium  (DSMZ 
medium 621: http://www.dsmz.de): 0.1% yeast extract, 10 mM Tris‐HCl pH 7.5, vitamin 
solution  (described  in  DSMZ medium  621),  and  salts  solution  (described  in  DSMZ 
medium 621). YVT medium was supplemented with 10mM additional carbon source as 
needed.  1.5%  agar  was  added  to  make  solid  medium.  Liquid  cultures  for  all 
experiments were grown aerobically in a volume of medium ¼ the volume of the flask: 
generally 50 mL of medium  in a 250 mL Erlenmeyer  flask. Flasks were grown  in  the 
dark  at  30  °C,  shaking  at  150  rpm.  L‐fucose  and  L‐rhamnose were  purchased  from 
Sigma‐Aldrich  (www.sigmaaldrich.com), and Laminaria  fucoidan was purchased  from 
Glycomix (http://www.glycomix.co.uk).  
 
Genetic Transformation of P. limnophilus 
The kanamycin resistance gene, including 137 bp upstream of the ATG start codon, was 
amplified  from  plasmid  pUH‐37  via  PCR  using  primers  OE53: 
TATAGAATTCAGATCTCGGAATTGCCAGCT  and  OE54: 
TATAGGATCCTCAGAAGAACTCGTC. EcoRI and BglII restriction sites were added to 
the 5’ end, and a BamHI restriction site on the 3’ end, and cloned into the p2741 cloning 
vector. This vector was chosen for its small size, paucity of restriction enzyme sites, and 
high copy number; these features make it amenable to cloning of multi‐part constructs. 
For homologous  recombination,  genomic DNA  sequences  500‐1000  bp upstream  and 
downstream of the gene(s) to be replaced with the kanamycin cassette were amplified 
via PCR with EcoRI and BglII restriction sites on the 5’ end, and a BamHI restriction site 
on  the  3’  end  (primer  information  in Appendix B, Table  S2). Knockout  cassettes were 
constructed  in  the  p2741  vector  using  the  BglBricks  cloning  strategy  [70].  Circular 
plasmids were used for electroporation. Linearized plasmids and PCR fragments were 
also  tested  and  could  also  transform P.  limnophilus.  100  μL  aliquots  of P.  limnophilus 
competent  cells were  prepared  and  electroporated  as  described  [15].  Electroporated 
cells were  recovered  in  1mL  liquid YVT  supplemented with D‐glucose  for  1.5 hours 
shaking  at  30  °C,  and  all  cells were  plated  onto  YVT  plates  supplemented with D‐
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glucose and 30 μg/mL kanamycin as the selection. Plates were incubated at 30 °C in the 
dark until  colonies  formed,  after  5‐7 days. Colonies were  struck  onto  fresh  selection 
plates and grown for an additional 3‐5 days, and then genotyped by colony PCR or PCR 
using purified genomic DNA as template.  
 
Phylogenetic Analysis 
Full‐length 16S rRNA sequences were obtained from IMG (img.jgi.doe.gov) and NCBI 
(www.ncbi.nlm.nih.gov), aligned using MUSCLE  [71,72], curated with GBLOCKs  [73], 
and  phylogeny  constructed  using  PhyML  3.0  [74]  with  500  bootstraps  using  the 
phylogeny.fr web interface [75,76].  
 
Gene Comparisons 
Pairwise BLAST comparisons were performed using  the  IMG genome BLASTP utility 
with a minimum E‐value of 1e‐2 and minimum percent identity of 30% as criteria for a 
positive hit,  and  orthologs defined  as  those  genes  that  returned  bidirectional BLAST 
hits by the IMG server (img.jgi.doe.gov). 
 
Biolog Assay 
Cells were grown for five days on solid YVT medium supplemented with glucose, then 
scraped off using a sterile cotton swab and resuspended in IF0a medium, obtained from 
Biolog, to an optical density of 0.24 at 600 nm as measured in by a NanoDrop 2000c in 
the cuvette holder. Although the cells were not washed in fresh medium to control for 
nutrient  transfer  when  resuspended,  the  A1  well  of  each  Biolog  plate  contains  no 
carbon source and was used as a blank when measuring dye  reduction,  to serve as a 
control. 1.76 mL of cell suspension was added to 22.24 mL inoculating fluid (YVT with 
.005%  yeast  extract  instead  of  0.1%,  and  240  μL  of  Dye  G,  obtained  from  Biolog). 
Phenotypic  microarray  plates  1  and  2  were  inoculated  with  100  μL  of  final  cell 
suspension, wrapped in aluminum foil to retard evaporation, and incubated at 30 °C for 
5  days.  The  absorbance  at  590  nm  was  recorded  on  a  BioTek  EON  microplate 
spectrophotometer.  
 
Growth Curves 
P.  limnophilus strains were grown on plates  for  five days,  then  resuspended  into YVT 
medium  using  a  sterile  cotton  swab  to  scrape  cells  from  the  plate.  Cultures  were 
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resuspended  in  liquid YVT  to  an OD600  of  about  0.5  as measured  by  a  BioTek  EON 
microplate spectrophotometer, and inoculated into liquid medium for growth curves to 
a starting OD600 of 0.01 ± .02. Cultures were grown as described above. 
 
Electron Microscopy 
Cultures were  grown  as  described  above  (YVT medium  supplemented with  10 mM 
additional  carbon  source)  for  nine  days  prior  to  sample  preparation  for  electron 
microscopy.  Cells were  concentrated  by  centrifugation  and  loaded  into  50  μm‐deep 
specimen carriers  (Wohlwend Engineering, Cat. No. 390, Sennwald, Switzerland) and 
ultrarapidly  frozen  in  a  Bal‐Tec  HPM  010  high‐pressure  freezer  (Bal‐Tec  Ag, 
Liechtenstein). Frozen samples were  freeze‐substituted over a period of 2 hours using 
the SQFS method of McDonald and Webb [77]. Cells were rinsed in pure acetone then 
infiltrated  with  Epon  resin  (25,  50,  75,  &  3  x  100%)  for  15  minutes  each,  then 
polymerized for 2 days in a 60 ˚C oven. Sections 60nm thick were cut and post‐stained 
for 4 minutes  in 2% aqueous uranyl acetate and 2 minutes  in  lead citrate  [78].  Images 
were  taken with a Gatan Ultrascan 1000 camera  (Gatan, Inc., Pleasanton, CA) bottom‐
mounted  on  a  Tecnai  Spirit  transmission  electron  microscope  with  an  accelerating 
voltage of 120kV (FEI, Hillsboro, OR). All original electron micrographs were adjusted 
in the same manner using Adobe Photoshop CS6 as follows: brightness was decreased 
20%, and contrast was increased 90%. 
 
Protein Purification and Analytical Size Exclusion Chromatography 
BMC‐P  proteins were  codon  optimized  for  expression  in  E.  coli  and  synthesized  by 
GenScript (Piscataway, NJ), and cloned into a modified pET23b expression vector with 
a C‐terminal 6xhistidine tag. Resulting vectors were used to transform E. coli BL21(DE3) 
strains. Expression strains were grown overnight at 37 C in standard LB medium and 
then used  to  inoculate  1L of  standard LB medium  in  2.8L Fernbach  flasks  at  a  1:100 
dilution, which were  then  incubated  at  37  C  shaking  at  150rpm,  until  the  culture 
reached an OD600 of 0.6‐0.8, at which point cultures were induced with 200M IPTG and 
incubated at 20 C for 18 hours, shaking at 150rpm. Cells were centrifuged at 5,000xg for 
15 minutes and cell pellets were frozen at ‐20 C.  
For protein purifications, 1‐3L worth of  frozen cell pellets were  resuspended  in 20‐30 
mL  TBS  50/300/8  (50 mM  Tris‐HCl  pH  8,  300 mM NaCl)  and  lysed  using  a  French 
pressure cell at 20,000  lb/in2. The resulting cell  lysate was centrifuged at 15,0000xg. 30 
mM  imidazole was added to the supernatant that was then applied to a 5mL HisTrap 
column (GE Healthcare Bio‐Sciences, Pittsburgh, PA). Protein was eluted off the column 
using a gradient of TBS 50/300/8 with 0 mM  imidazole  to TBS 50/300/8 with 500 mM 
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imidazole over 20 column volumes. Fractions corresponding to PduL were pooled and 
concentrated using Amicon Ultra Centrifugal filters (EMD Millipore, Billerica, MA) to a 
volume of no more than 2.5 mL. The protein sample was then applied to a HiLoad 26/60 
Superdex  200  preparative  size  exclusion  column  (GE  Healthcare  Bio‐Sciences, 
Pittsburgh, PA) and eluted with TBS 20/50/7.4 (20 mM Tris‐HCl pH 7.4, 50 mM NaCl). 
Pooled  fractions were  concentrated  to  about  1 mg/mL  protein  as  determined  by  the 
Bradford method  [79] prior  to applying on a Superdex 200 10/300 GL or Superdex 75 
10/300 GL  analytical  size  exclusion  columns  (GE Healthcare Bio‐Sciences, Pittsburgh, 
PA).  
 
Isolation of Suppressors of Fucose Toxicity 
P.  limnophilus OE24 was  grown  on  a  YVT  agar  plate  supplemented with  10mM D‐
glucose and 30 g/mL kanamycin  for  five days at 30  C,  then  resuspended  into YVT 
medium  using  a  sterile  cotton  swab  to  scrap  cells  from  the  plate.  The OD600  of  this 
suspension  was  measured  to  be  0.462  as  described  above.  A  serial  dilution  was 
prepared  (1x,  1/10x,  1/100x,  and  1/1000x),  diluting  with  YVT,  and  100  L  of  each 
dilution was  plated  onto  YVT  agar  plates  supplemented with  5 mM  D‐glucose,  30 
g/mL kanamycin, and 5 mM L‐fucose as the selection. Plates were incubated at 30 C 
for ten days, after which individual colonies were struck onto fresh selection plates and 
grown for an additional 3‐5 days. 
 
Whole Genome Sequencing of P. limnophilus Isolates 
50 mL  cultures were  grown  to  stationary  phase  as  described  above,  and  cells were 
harvested by  centrifugation  at  8,000xg. Genomic DNA was  isolated by using  the ZR 
Fungal/Bacterial DNA MiniPrep kit  (Zymo Research,  Irvine CA) and quantified by  a 
Qubit  fluorometer  (Life  technologies,  Grand  Island,  NY).  Sequencing  libraries were 
prepared using  the  Illumina TruSeq Nano DNA HT Sample Prep Kit. Fragmentation 
and size selections conditions used were optimized for production of libraries with and 
average insert size of 550 bp. Libraries were pooled and loaded on an Illumina MiSeq v2 
flow cell and sequenced in a 2x150 bp using a standard v2 300 cycle reagent kit. Online 
base calling was done with Illumina Real Time Analysis (RTA) v1.18.54 and output of 
RTA was demultiplexed and converted to FastQ format with Illumina Bcl2Fastq v1.8.4. 
Reads were  trimmed based on quality using Trimmomatic  [80] and aligned  to  the P. 
limnophilus Mü 290  reference  chromosome  (NC_014148.1) and plasmid  (NC_014149.1) 
[81] using BWA [82]. The resulting alignment file was manipulated to appropriate file 
formats for downstream processing using SamTools [83], and Freebayes [84] was used 
to  locate  polymorphisms  between  the  sequenced  isolates  and  the  reference  genome 
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(Appendix B, Table S4). All variant positions specific to a given suppressor isolate were 
manually visualized  in IGV viewer [85,86], where  it was apparent that there was only 
one specific mutation in each suppressor isolate present in >95% of the reads (and that 
had  the  highest  quality  score  given  by  Freebayes);  all  others were  only  present  in 
roughly half of the reads (and had a low quality score given by Freebayes). 
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Table 1. Strains used in this study. 
 
Strain 
name 
Genotype  Referred to in text as Reference
Mü 290T  Wild type  Wild type  [69] 
OE3  Δplim_1104::npt  Δplim_1104, Control strain  This work 
OE4  Δplim_1751::IN(npt)  ΔpvmJ::IN(npt)  This work 
OE22  Δplim_1751::npt  ΔpvmJ  This work 
OE23  Δ(plim_1756‐plim_1755)::npt  ΔpvmDE, Shell‐less mutant  This work 
OE24  Δplim_1747::npt  ΔpvmN, aldolase mutant  This work 
OE26  Δplim_1747::npt sup1  OE26  This work 
OE27  Δplim_1747::npt sup2  OE27  This work 
OE28  Δplim_1747::npt sup3  OE28  This work 
OE29  Δplim_1747::npt sup4  OE29  This work 
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Table 2. Protein composition of functionally distinct metabolosomes. 
  No. and name of hell protein gene(s) Gene(s) for signature enzymes Gene for core metabolosome enzymes
BMC type  BMC‐H  BMC‐T  BMC‐P 1,2‐
propaned‐
iol 
oxidored‐
uctase 
Aldolase Propionald‐
ehyde 
generating 
Acetaldehyde 
generating 
Aldehyde 
Dehydroge‐
nase 
Phosphotrans‐
acetylase 
Acyl 
Kinase 
Alcohol 
Dehydroge‐
nase 
PDU 
S. enterica 
3 
pduA, J, K, 
U 
2 
pduB, T 
1 
pduN 
None  None  pduCDE*  
(B12‐
dependent 
diol 
dehydratase) 
none  pduP*  pduL*  pduW*  pduQ* 
EUT  
S. enterica 
3 
eutK,M,S 
1 
eutL 
1 
eutN 
None  none  None  eutBC* 
(Ethanolamine 
ammonia 
lyase) 
eutE*  eutD*  ack*  eutG* 
GRM5 
C. 
phytoferm‐
entans 
4 
Cphy_1176, 
1180, 1181, 
1182 
1 
Cphy_1186 
1 
Cphy_1184 
Cphy_1185  Cphy_1177  Cphy_1174  
(B12‐
independent 
diol 
dehydratase) 
none  Cphy_1178  Cphy_1183  Cphy_1327  Cphy_1179 
PV  
P. 
limnophilus 
2 
pvmD, E 
0  3 
PvmH, K, 
M 
None  PvmN  none  None  PvmJ  PvmB  PvmG  PvmO 
*Experimentally verified function, accession numbers for genes are provided in Appendix B, Tables S1 and S3 
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Figure  1.  16S  rRNA  tree  of  representative  species  of  the  phyla  Planctomycetes  and 
Verrucomicrobia with sequenced genomes (as of June 2013), and five outgroup species. 
Bootstrap values are shown at nodes, and black hexagons indicate species with a BMC 
gene cluster. Each species BMC gene cluster is shown schematically to the right of the 
species name, color‐coded by gene annotation: Orange: transcriptional regulator, blue: 
enzyme,  green:  BMC‐H  shell  protein,  pink:  BMC‐P  shell  protein,  gray:  hypothetical 
protein.  
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Figure  2.  Homologous  recombination  to  generate  knockout  mutants  in  P. 
limnophilus.  (A)  Schematic  of  the  BMC  gene  cluster  in  P.  limnophilus,  and  the 
homologous  recombination  used  to  create  the  ΔpvmJ::IN(npt)  mutant.  Orange: 
transcriptional regulator, blue: enzyme, green: BMC‐H shell protein, pink: BMC‐P shell 
protein,  gray:  hypothetical  gene,  yellow:  kanamycin  resistance  gene  (npt).  Orange 
arrows  represent  primers  OE206  and  OE192  (Appendix  B,  Table  S2)  used  for  PCR 
genotyping.  OE206  is  outside  the  homology  region,  showing  that  recombination 
happened at the desired locus. (B) PCR amplification using primers OE206 and OE192 
showing that amplicons are different sizes for the wildtype and knockout strains. 
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Figure 3. Growth curves of Δplim_1104, ΔpvmJ, and ΔpvmN grown on  (A) L‐fucose 
and  (B)  L‐rhamnose.  “No  sugar”  data  reproduced  from  panel  (A).  (C)  Spiking 
experiment where ΔpvmN was grown on 5mM D‐glucose for two days, at which point 
5mM L‐fucose was  added  to half of  the  cultures. Solid  squares  represent non‐spiked 
cultures, and open squares represent cultures with L‐fucose added. In all graphs, each 
data  point  is  an  average  of  three  independently  grown  cultures  (n=3);  error  bars 
represent one standard deviation. 
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Figure 4. BMCs are expressed during growth on  fucose and  rhamnose.  (A) Growth 
curves using L‐fucose, or L‐rhamnose of ΔpvmDE grown with or without sugars. Data 
for  Δplim_1104  reproduced  from  figure  4A.  Each  data  point  is  an  average  of  three 
independently grown cultures (n=3); error bars representing one standard deviation. (B‐
D) Electron microscopy of wild‐type P. limnophilus showing BMCs (indicated by white 
arrows) when  grown  for  nine days  on  (B) L‐fucose,  (C) L‐rhamnose,  but  not  (D) D‐
glucose. Scale bar represents 100nm. 
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Figure 5. Growth curves of BMC‐P mutants grown on fucose and glucose (solid lines) 
or fucose alone (dashed lines). Blue: ΔpvmH; orange: ΔpvmK; green: ΔpvmM. 
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Figure 6. Analytical size exclusion chromatography of PvmH (blue) and PvmI 
(orange). Indicated proteins were applied over a column packed with Superdex 200 (A) 
or Superdex 75 (B) resin. 
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Figure 7. Growth curves of Δplim_1104, ΔpvmDE, and ΔpvmN grown on Fucoidan 
from  Laminaria  spp.  Each  data  point  is  an  average  of  three  independently  grown 
cultures (n=3); error bars represent one standard deviation. 
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Figure 8. Proposed model of L‐fucose metabolism  in P.  limnophilus. Two potential 
pathways to reach lactaldehyde are shown. Enzymes encoded by the PVM gene cluster 
are shown  in blue, and shell proteins are shown  in green  (BMC‐H), or pink  (BMC‐P). 
Cofactors are depicted in gray. Reactions that potentially catalyze reactions not directly 
involved in the BMC chemistry are shown in black. DHAP stands for dihydroxyacetone 
phosphate. 
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Figure 9. Growth curves of suppressors of fucose toxicity. (A) Growth curve of pvmN 
(red  lines) and wild‐type  (black  lines) strains grown on 5mM  fucose and 5mM glucose 
(solid  lines) or 10mM  fucose  (dashed  lines).  (B) Growth curve of  individual clones of 
suppressors of fucose toxicity isolated on YVT medium supplemented with 5mM fucose 
and 5mM glucose. 
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Chapter 4 
 
Characterization of PduL‐like Core Phosphotransacetylases  
 
Preface 
My contribution to this work included designing and conducting experiments and 
analyzing data. Dr. Cheryl Kerfeld supervised the project. 
 
Abstract 
Bacterial microcompartments  are known  to be  involved  in  the metabolism of  several 
different compounds, but only two major biochemical strategies are known, and a third 
is predicted to exist. One of these paradigms  is the general degradation of short‐chain 
aldehydes such as acetaldehyde, propionaldehyde, and  lactaldehyde, which  is carried 
out by  three  enzymes. The  aldehyde  is  first  “fixed”  to Coenzyme A by  an  aldehyde 
dehydrogenase, which uses Coenzyme A  and NAD+ present  in  a  fixed  cofactor pool 
within  the  lumen.  These  cofactors  are  then  recycled  by  alcohol  dehydrogenase  and 
phosphotransacetylase.  While  the  compartmentalized  aldehyde  and  alcohol 
dehydrogenases  are homologous  to well‐studied  enzymes,  a  large  subset of bacterial 
microcompartments  encapsulate  a  phosphotransacetylase  that  is  unrelated  to  any 
previously  studied  enzyme  with  that  function.  In  order  to  further  understand  this 
protein  from  a  structural  point  of  view,  we  analyzed  the  primary,  secondary,  and 
quaternary  structures  via  bioinformatics  and  size  exclusion  chromatography.  We 
describe well‐conserved motifs present  in different domains of  this novel protein and 
show  that  an N‐terminal peptide  extension, predicted  to  be  an  amphipathic  helix,  is 
involved  in modulating the quaternary structure. Our findings set the stage for future 
enzymological  studies, crystallography, and understanding  the  role of  the N‐terminal 
helix in packaging in the organelle. 
 
Abbreviations: 
BMC  Bacterial Microcompartment 
PDU  Propanediol utilization via a Vitamin B12‐dependent enzyme 
EUT  Ethanolamine utilization via a Vitamin B12‐dependent enzyme 
GRM  Glycyl radical enzyme‐containing metabolosome locus 
PVM  Metabolosome found in planctomycetes and verrucomicrobia 
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AldDH  Aldehyde Dehydrogenase 
AlcDH  Alcohol Dehydrogenase 
PTAC  Phosphotransacetylase 
Pta  Phosphotransacetylase composed of the PF01515 domain 
sPduL  PduL homolog from the PDU BMC locus in Salmonella enterica 
typhimurium LT2 
pPduL  PduL homolog from the PVM locus in Planctomyces limnophilus 
Mü290 
rPduL  PduL homolog from the GRM3 locus in Rhodopseudomonas palustris 
BisB18 
EP  Deletion of the putative encapsulation peptide 
NAD  Nicotinamide adenine dinucleotide 
CoA  Coenzyme A 
 
Introduction 
While  there are many  functional  types of BMCs,  there appear  to only be  two or  three 
general metabolic paradigms  for  the  “core”  reactions  that  take place  in  the organelle 
lumen [1]. One of these paradigms is the oxidation of short‐chain aldehydes including 
acetaldehyde, propionaldehyde, and  lactaldehyde, which  can be  toxic and/or volatile, 
thus warranting their sequestration within an organelle. However, the BMC shell is also 
impervious to the cofactors necessary for the oxidation of the aldehyde (i.e. NAD+ and 
CoA),  thus  requiring  additional  enzymes  to be  encapsulated  to  recycle  the  cofactors. 
One of these recycling enzymes is a phosphotransacetylase (PTAC), which catalyzes the 
reversible  transfer  of  an  acyl  group  attached  to  CoA  to  an  orthophosphate,  thus 
generating an acyl‐phosphate and releasing (i.e. recycling) CoA.  
There  are  two  evolutionarily  distinct  PTACs  found  in  BMC  loci:  the  canonical  Pta 
homolog  that  is composed of a single PF01515 domain roughly 330 residues  in  length 
and  found only  in EUT1  loci  [1], and  the novel PduL homologs  [2] composed of  two 
PF06130 domains (PduL‐1 and PduL‐2), each roughly 80 residues in length, and found 
in all other types of BMC loci [1]. While the Pta protein has been known and studied for 
several  decades  due  to  its  importance  in  fermentative  growth  independent  of  BMC 
biochemistry [3], PduL has only been described within the last decade, likely because it 
has  only  been  observed  to  be  critical  for  the  more  specific  biochemical  reactions 
associated with BMCs [2]. Here we expand on the characterization of this novel PTAC 
enzyme, investigating broad trends found across all PduL homologs, and then focusing 
on  three homologs  found  in different BMC  loci:  the PDU  locus  in Salmonella  enterica 
Typhimurium LT2 (sPduL), the PVM locus in Planctomyces limnophilus Mü290 (pPduL), 
and the GRM3 locus in Rhodopseudomonas palustris BisB18 (rPduL).  
112 
 
 
Results 
Conserved Motifs in the PF06130 domains of PduL Homologs 
Initially,  to observe any outlying  trends  in primary  structure of  the PduL  family, we 
constructed a multiple sequence alignment of 228 PduL homologs associated with BMC 
loci (extracted from Appendix A, Dataset S1) with 20 PduL homologs found in bacterial 
genomes with no BMC shell proteins  (see Methods)  (Appendix C, Figure S1 and Table 
S1). We immediately observed a distinct N‐terminal extension of up to 35 residues that 
is predicted to form an alpha helix (data not shown) present only in the BMC‐associated 
PduLs (Appendix C, Figure S1). This is likely an amphipathic encapsulation peptide that 
is  predicted  to  target  proteins  to  BMCs  [4–6],  and  indeed  does  appear  to  have  the 
hydrophobic/hydrophilic‐residue alternating pattern typical of amphipathic helices [4]. 
We  also  constructed  a  phylogeny  of  all  PduL  homologs  (excluding  the  N‐terminal 
extension)  to  assess  any  phylogenetic  inferences  that  could  be  made.  Our  analysis 
resulted  in  a  star  phylogeny  (Appendix C,  Figure  S2), making  any  lineage  inferences 
difficult  if not  impossible and potentially  indicating  that all PduL  sequences  evolved 
simultaneously [7].  
Our next step was to look closer at the residue level to identify common motifs to this 
domain that may be critical to structure and/or function of the enzyme. To aid in visual 
observation of such patterns, we constructed a sequence logo of all 248 PduL homologs 
(not including the putative encapsulation peptide), annotated well‐conserved residues, 
and mapped  the  secondary  structure  prediction  onto  the  logo  (Figure  1A).  The  two 
PF06130 domains contained a mixture of ‐helices and ‐sheets, separated by a  linker 
region that is relatively disordered and unconserved except for a 100% conserved serine 
and glycine in the middle of the linker (Figure 1A). Not surprisingly, the two PF06130 
domains had a similar secondary structure pattern: ‐sheet, ‐sheet, ‐helix, ‐sheet, ‐
sheet,  ‐helix  (Figure  1A).  However,  the  primary  sequences  of  the  two  PF06130 
domains were  not  similar  at  all,  save  for  one motif:  an  R‐H‐I/V‐H motif, which  is 
predicted to be in the second ‐sheet of PduL‐1, but not in PduL‐2 (Figure 1A, B). The 
PduL‐1 domain additionally contained a well‐conserved G‐P‐X‐R‐X‐X‐X‐Q‐V/L‐E motif, 
and the PduL‐2 domain had a well‐conserved H‐I/L/V‐D‐T/Y‐D/E‐E‐A‐N‐A, both at the 
C‐terminal portion of their respective PF06130 segment and both in the last ‐helix and 
preceding  loop  region  (Figure  1A).  These motifs  and  especially  the  well‐conserved 
residues are prime  targets  for mutational analyses  to determine  their role  in structure 
and function (ongoing experiments).  
 
Crystallization of PduL homologs 
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An  essential  component  of  understanding  protein  function  is  how  the  three 
dimensional structure facilitates said function. This is even more significant in the case 
of PduL, which is a prime example of convergent evolution – what are the similarities 
and  differences  between  the  active  sites  of  PduL  and  Pta?  We  have  attempted  to 
crystallize  pPduL,  rPduL,  and  pPduL  both  with  and  without  the  predicted 
encapsulation  peptide.  Our  best‐quality  crystals  have  been  grown  from  full‐length 
rPduL,  and when  illuminated with  an  X‐ray  beam  diffract  to  a  resolution  of  3.55Å 
(Appendix C,  Figure  S3). Unfortunately, we  have  not  been  able  to  obtain  the  phase 
information  for  the  diffraction  data  and  so  cannot  solve  this  structure  yet,  but  are 
currently working to obtain derivatized crystals.  
 
Distinct Oligomeric states of PduL Homologs 
While performing protein purifications of the three PduL homologs, we observed that 
the  proteins  existed  in  different  oligomeric  states  depending  on whether  or  not  the 
putative encapsulation peptide was present. Full‐length sPduL predominantly existed 
as  an  aggregate,  being  unstable  in  solution  and  eluting  off  the  entire  length  of  the 
preparative  size  exclusion  column  (data  not  shown).  However,  when  the  putative 
encapsulation peptide  (residues 1‐27) was deleted  (sPduL EP),  the  truncated protein 
was  remarkably  stable  even when  concentrated  to  20mg/mL  (data  not  shown)  and 
eluted  as  a  single peak  (Figure  2A) with  an  apparent  atomic mass of  about  28kDa  – 
roughly  a  monomer  (calculated  mass  of  21,514  Da)  (Figure  2D,  blue  curve). 
Surprisingly,  full‐length  rPduL  and  pPduL  did  not  nonspecifically  aggregate  and 
instead  appeared  to  exist  as  two  distinct  oligomers  (Figure  2B  and  C  respectively, 
orange curves). The  larger oligomer of both homologs had an apparent mass of about 
150  kDa  (Figure  2E  and  F,  solid  orange  curves)  –  potentially  a  hexamer, while  the 
smaller oligomer of pPduL had an apparent mass of about 53 kDa  (Figure 2F, dashed 
orange curve) – potentially a dimer. The small rPduL oligomer was unstable in solution 
especially at concentrations necessary to achieve signal when run on the analytical size 
exclusion column, making  it difficult  to determine  the mass. However, given  that  the 
elution volumes of the two oligomers of the full‐length proteins were comparable, it is 
likely  that  the  small  rPduL  oligomer  is  also  roughly  53  kDa.  Based  on  these mass 
predictions, we propose  that pPduL and  rPduL  exist as a dimer and hexamer. Upon 
deletion  of  the putative  encapsulation peptide  (residues  1‐47  for  rPduL  and  1‐20  for 
pPduL),  there was a distinct shift  in elution volume on  the preparative size exclusion 
column  (Figure  2B  and  C  respectively,  blue  curves),  indicating  that  the  truncated 
proteins  exist  as  smaller  oligomers.  While  pPduL  EP  remained  as  two  distinct 
oligomers,  rPduL  EP  only  formed  one  oligomer.  Interestingly,  while  the  elution 
volume of  the rPduL EP corresponded  to  that of sPduL EP on  the preparative size 
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exclusion  column,  rPduL  EP  eluted  at  a  volume  corresponding  to  53  kDa  on  the 
analytical size exclusion column (Figure 2E, blue curve). The two pPduL EP fractions 
eluted at volumes corresponding to roughly 90 kDa and 37 kDa, which we interpret to 
mean that the protein likely exists as a trimer and monomer in these conditions. These 
observations indicate that the N‐terminal peptide somehow facilitates the dimerization 
of pPduL oligomers: a dimer of monomers could explain the full‐length small fraction 
(dimer), while a dimer of trimers could explain the full‐length large fraction (hexamer). 
In aggregate,  these data strongly suggest  that  the N‐terminal helix of PduL homologs 
plays  a  role  in defining  the quaternary  structure of  the protein,  although  it  seems  to 
affect each homolog differently.  
 
pPduL Oligomers are a Mixture of Covalent and Noncovalent Interactions  
The  existence of  two distinct oligomeric  states was a  curiosity  to us, and we utilized 
mass  spectrometry  to  determine  how  the  full‐length  pPduL  oligomers  are  formed. 
Large or small oligomer fractions were applied over a denaturing column for the HPLC 
separation  prior  to mass  spectrometry measurement, meaning  that  any  non‐covalent 
interactions would  be  disrupted.  The mass  spectrum  of  the  small  oligomer  fraction 
displayed two species with average masses of 21,957 Da and 22,620 Da (Figure 3A). This 
mass  difference  of  664 Da would  not  be  expected  to  be  resolved  in  SDS‐PAGE,  yet 
pPduL seems to exist as two separate polypeptide chains: one corresponding to the 25 
kDa standard, and one band slightly heavier  (Appendix C, Figure S4A). The calculated 
mass of pPduL is 27,13 0Da, and could very well be the heavier band observed in SDS‐
PAGE, meaning  that  the small oligomer  fraction of pPduL contains a mixture of  full‐
length and truncated protein. It is unclear why the full‐length mass was not detected in 
our mass  spectrometry experiment; perhaps  the experimental  conditions  result  in  the 
full‐length  protein  not  being  above  the  detectable  limits  of  the  instrument,  e.g.  if  it 
precipitated  prior  to  it  being  loaded  on  the  instrument.  Nevertheless,  roughly  40 
residues  (with  an  average  110  Da  per  residue)  are  missing  from  the  protein.  We 
calculated the first 46 amino acids to have an average mass of 4,51 6Da, very close to the 
4,510  Da  difference  between  the  calculated  pPduL mass  and  the  observed mass  of 
22,620 Da. To confirm that the C‐terminus was still intact, we performed a western blot 
using  ‐6xhis  antibody;  both  bands  developed  a  signal  (Appendix  C,  Figure  S4B), 
confirming  that  the  truncation  is on  the N‐terminus. The mass difference between  the 
21,957  Da  and  22,620  Da  species  (663  Da)  is most  likely  caused  by  the  deletion  of 
residue 47, and  four C‐terminal histidine residues  in  the 6xhis  tag  (calculated average 
mass of 664 Da). Since  these  two species would not be resolved by SDS‐PAGE,  the ‐
6xhis  signal  observed  in  the western  blot  is most  likely  the  result  of  the  22,620 Da 
species’ 6xhis tag. The mass spectrum of the  large oligomer fraction  indicated a single 
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species at an average mass of 45,238 Da (Figure 3A). This value  is exactly two daltons 
less  than  the  sum  of  two  22,620  Da  species  (45,240  Da),  indicating  that  the  only 
difference between  these species  is  two hydrogens. This difference  is  likely caused by 
the  oxidation  of  the  sulfhydryl  groups  on  two  cysteine  residues,  forming  a  covalent 
disulfide bond  (2 R‐SH ↔ R‐S—S‐R + 2H+ + 2e‐). These observations  suggest  that  the 
large  pPduL  oligomer  is  composed  of  a  non‐covalently  bound  trimer  of  covalently 
bound dimers, and  the small oligomer  is composed of a non‐covalently bound dimer. 
Interestingly, the large pPduL oligomer also runs as two bands in SDS PAGE, with the 
heavier band likely being the full‐length protein, yet this species was not detected in our 
mass spectrometry experiment.  
 
Discussion 
The N‐terminal extension and oligomerization 
For BMC core enzymes to properly function  in the context of the organelle, they must 
be able to be targeted to the lumen and pack efficiently. Based on our results, it appears 
as  though  an  N‐terminal  extension  on  PduL  homologs  may  serve  both  of  these 
functions.  The  extension  shares  many  features  with  previously  characterized 
encapsulation peptides [4–6]: it is present only in homologs associated with BMC loci, it 
is  predicted  to  form  an  alpha  helix,  it  has  an  alternating  hydrophobic/hydrophilic 
residue pattern, and its removal affects the oligomerization of the protein – a feature of 
propanediol dehydratase [8] and ethanolamine ammonia lyase [9]. This final feature is 
most  apparent  in  sPduL,  where  the  presence  of  the  peptide  results  in  the  protein 
aggregating  seemingly  randomly  and  precipitating  in  solution.  Furthermore, 
aggregation  is  a  feature  common  to proteins  encapsulated within BMCs  and may be 
important for packaging: the first step of ‐carboxysome assembly is the aggregation of 
RuBisCO facilitated by the CcmM protein  [10]; CsoS2  is a protein that also aggregates 
when purified alone but likely facilitates the aggregation and encapsulation of RuBisCO 
to  the  ‐carboxysome  [11];  full‐length  propanediol  dehydratase  and  ethanolamine 
ammonia‐lyase subunits are insoluble with the encapsulation peptide, but soluble upon 
removal of the peptide [8,9]; propionaldehyde dehydrogenase also contains a putative 
encapsulation peptide and forms insoluble aggregates [12]. 
It has been proposed  that  these encapsulation peptides  interact with  the BMC shell  to 
facilitate targeting of the protein to the  lumen of the organelle [4–6]; perhaps  if sPduL 
were co‐expressed with its interacting partner, it would be more stable. As the peptide‐
shell interaction is thought to be facilitated by the amphipathicity of the helix, where the 
hydrophobic side binds to hydrophobic pockets created by the shell protein(s) [4–6], it 
is possible  that  the aggregation observed  for sPduL  is due  to  the helix having a  large 
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hydrophobic face that results in several protein‐protein interactions; removing the helix 
eliminated these hydrophobic patches and thus removed the aggregation. It  is curious 
that  we  observed  a  different  phenotype  for  pPduL  and  rPduL,  which  formed  two 
distinct oligomers with the peptide. It may be that the hydrophobic side of the helix is 
not as broadly accessible, and only allows a set number of interactions. If this is the case, 
then that could mean that the oligomeric states we observe with full‐length PTACs are 
artifacts caused by isolating the proteins without their binding partners.  
The  molecular  weight  measurements  made  of  truncated  (EP)  rPduL  are  very 
enigmatic,  as when  comparing  the preparative  size  exclusion  chromatograms  (Figure 
2B) to that of sPduL and pPduL (Figure 2A and C), one would expect that rPduL EP is 
a monomer. However,  the  analytical  chromatogram  indicates  that  rPduL  EP  is  the 
same  size  as  the  full‐length  pPduL  dimer, making  it  difficult  to  determine  the  true 
oligomeric nature of the protein. Likely explanations for this apparent discrepancy are 
the assumptions  that are made  for  size exclusion chromatography:  that  the protein  is 
spherical,  and  that  the protein does not  interact with  the  gel material  (in  this  case  a 
composite mixture  of  dextran  and  agarose).  PduL  (or  at  least  rPduL) may  not  be  a 
globular protein, and/or somehow interacts with the column matrix.  
It is clear that further structural analyses must be conducted on PduL to determine the 
nature of  its quarternary  structure(s). For  example, native PAGE  could be utilized  to 
roughly compare oligomeric states, and columns packed with alternative resins could 
assess the effect of protein‐resin interactions. However, neither of these cases would be 
of much use if PduL (and/or its quaternary structure) is not globular. The silver‐bullet 
solution would be x‐ray crystallography, although this has proven to be quite difficult 
in our hands for the homologs discussed in this Chapter, and several structures would 
need  to  be  solved  to  conduct  comparisons  analogous  to  Figure  2.  An  alternative 
structural  solution  could be using nucleotide magnetic  resonance  (NMR)  to  solve  the 
solution  structure  of  sPduL  EP,  which  is  small  enough  to  be  amenable  to  this 
technique,  although  this would  not  provide  any  insights  into  the  oligomerization  of 
pPduL  or  rPduL.    Another,  more  high‐throughput  method  could  be  using  light 
scattering to determine the absolute molecular masses [13] of PduL fractions.  
 
Methods 
PduL sequences used in bioinformatic analyses 
PduL sequences associated with BMC loci were extracted from Appendix A, Dataset S1. 
To  find PduL  sequences not associated with BMC  loci,  the  IMG database of  finished 
sequenced bacterial genomes (img.jgi.doe.gov) was searched for genomes that encoded 
at  least one gene with  a PF06130  (PduL) domain but no PF00936  (BMC‐H) domains. 
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These  genomes  had  only  one  gene  with  a  PF06130  gene,  and  20  such  genes  were 
included  in our analysis  (Appendix C, Table S1). Some PduL homologs appeared  to be 
fusions with other genes; these sequences were removed from further analysis.  
 
Bioinformatic Analyses 
PduL  sequences  were  aligned  using  MUSCLE  [14,15],  visualized  and  edited  using 
Jalview  [16].  The  N‐  and  C‐terminal  extensions  (see  Appendix  C,  Figure  S1)  were 
trimmed  prior  to  curation  with  GBLOCKs  [17],  and  phylogeny  constructed  using 
PhyML  3.0  [18]  with  100  bootstraps  using  the  phylogeny.fr  web  interface  [19,20]. 
Sequence  logo was  generated  using WebLogo  [21].  Secondary  structure  predictions 
were made using Jpred3 [22].  
 
Protein Purification 
sPduL  and  sPduL  EP  were  amplified  from  Salmonella  enterica  typhimurium  LT2 
genomic DNA via PCR using  the primers  listed  in Appendix C, Table S2. pPduL and 
pPduL  EP were  amplified  from  Planctomyces  limnophilus Mü290  genomic DNA  via 
PCR using  the primers  listed  in Appendix C, Table  S2.  rPduL  and  rPduL EP were 
amplified  from  Rhodopseudomonas  palustris  BisB18  genomic DNA  via  PCR  using  the 
primers listed in Appendix C, Table S2. 6xhis tags were added to these constructs using 
the BglBricks methods described  in  [23], and  final  tagged constructs were cloned  into 
pETBb3,  a  modified  pET  vector  made  in‐house.  Expression  vectors  were  used  to 
transform E. coli BL21(DE3) expression strains. 
Expression  strains were grown  overnight  at  37  C  in  standard LB medium  and  then 
used to inoculate 1L of standard LB medium in 2.8 L Fernbach flasks at a 1:100 dilution, 
which were  then  incubated at 37  C shaking at 150  rpm, until  the culture  reached an 
OD600 of 0.8‐1.0, at which point cultures were induced with 200 M IPTG and incubated 
at  20  C  for  18  hours,  shaking  at  150  rpm. Cells were  centrifuged  at  5,000xg  for  15 
minutes and cell pellets were frozen at ‐20 C.  
For protein purifications, 1‐3 L worth of  frozen cell pellets were resuspended  in 20‐30 
mL TBS 50/300/7.4  (50 mM Tris‐HCl pH 7.4, 300 mM NaCl) and  lysed using a French 
pressure cell at 20,000  lb/in2. The resulting cell  lysate was centrifuged at 15,0000xg. 30 
mM imidazole was added to the supernatant that was then applied to a 5 mL HisTrap 
column (GE Healthcare Bio‐Sciences, Pittsburgh, PA). Protein was eluted off the column 
using a gradient of TBS 50/300/7.4 with 0 mM imidazole to TBS 50/300/7.4 with 500 mM 
imidazole over 20 column volumes. Fractions corresponding to PduL were pooled and 
concentrated using Amicon Ultra Centrifugal filters (EMD Millipore, Billerica, MA) to a 
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volume of no more than 2.5 mL. The protein sample was then applied to a HiLoad 26/60 
Superdex  200  preparative  size  exclusion  column  (GE  Healthcare  Bio‐Sciences, 
Pittsburgh, PA) and eluted with TBS 20/50/7.4 (20 mM Tris‐HCl pH 7.4, 50 mM NaCl). 
Where  applicable,  fractions  corresponding  to different  oligomeric  states were pooled 
separately,  leaving  one  or  two  fractions  in  between  to  prevent  cross  contamination. 
Pooled  fractions  were  concentrated  to  1‐20  mg/mL  protein  as  determined  by  the 
Bradford method  [24] prior  to  applying on  a  Superdex  200  10/300 GL  analytical  size 
exclusion column (GE Healthcare Bio‐Sciences, Pittsburgh, PA).  
 
Mass Spectrometry 
1 mg of protein sample was applied to an Agilent 1200 liquid chromatograph connected 
in line to a Thermo LTQ‐Orbitrap‐XL mass spectrometer equipped with an electrospray 
ionization source. The instrumentation was located and operated by the QB3/Chemistry 
Mass Spectrometry Facility at UC Berkeley, Berkeley, CA.  
 
SDS PAGE and Western Blotting 
Samples were mixed with 6x SDS loading buffer (375 mM Tris‐HCl pH 6.8, 10% sodium 
dodecyl sulfate [SDS], 50% glycerol, 10% ‐mercaptoethanol,  .03% bromophenol blue), 
and boiled for at least 5 minutes at 95C in a dry heat block. Samples were loaded onto 
precast 4‐20% Mini‐PROTEAN TGX gel (BioRad, Hercules, CA) and run at 200 V for 30 
minutes or until the dye front reached the bottom of the gel. At this point the gel was 
either  stained or used  for western blot. For  staining, Thermo Scientific GelCode Blue 
Safe Protein Stain was used as per manufacturer protocol.  
For western blot,  the unstained SDS PAGE gel was placed on  top of  a nitrocellulose 
membrane,  sandwiched  between  filter paper  and  fiber pads  in  a plastic  cassette. All 
materials were pre‐wet with 1x transfer buffer (700 mL water, 200 mL ethanol, 100 mL 
10x transfer buffer [30.3 g/L Tris base, 144.1 g/L glycine]). 90 V was applied for a 1 hour 
transfer, or 30 V overnight, at 4 C. After transfer, the membrane was blocked with 5% 
powdered milk prepared in TBST (.1% tween 20, 1.21 g/L Tris base, 8.78 g/L NaCl) for 1 
hour  at  room  temperature,  or  overnight  at  4  C.  The  membrane  was  washed  3x5 
minutes with TBST, and was then incubated with a 1:4,000 dilution (in TBST) of Sigma 
Monoclonal Anti‐polyhisitidine‐Alkaline Phosphatase (antibody produced in mouse for 
1 hour at room temperature. The membrane was washed 3x5 minutes with TBST, and 
then  incubated  with  a  prepared  solution  of  NBT/BCIP  (Thermo  Scientific  1‐Step 
NBT/BCIP)  for  1‐30 minutes  until  bands were  properly  exposed,  at which  point  the 
membrane was washed with water and dried on a paper towel to stop the reaction. 
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Figure 2. Size exclusion chromatography of PduL homologs. A‐C: Chromatograms of 
sPduL (A), rPduL (B), and pPduL (C) with (orange) or without (blue) the predicted EP, 
post nickel affinity purification, applied over a preparative size exclusion column  (see 
methods).  D‐F:  Chromatograms  of  sPduL  (D),  rPduL  (E),  and  pPduL  (F)  post 
preparative  size  exclusion  with  different  size  fractions  separated,  applied  over  an 
analytical size exclusion column (see methods). All chromatograms are cropped to only 
show  the  linear  range of  separation based on  standard  runs,  shown  in black  squares 
with  a dashed  linear  trend  line. All Y‐axes  are  arbitrary  absorbance units  except  the 
right‐hand  axes  for  panels  (A)  and  (D), which  is  the  log10(molecular weight)  of  the 
standards.  
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Chapter 5 
 
Harnessing Fundamental Knowledge for Bioengineering 
Purposes 
 
Preface 
My  contribution  to  this  work  included  designing  and  conducting  experiments  and 
analyzing  data.  Dr.  Cheryl  Kerfeld,  Dr.  Mike  Blatt,  Dr.  John  Golbeck,  Dr.  Julian 
Hibberd, and Dr. Nigel Burroughs conceived of the project in collaboration; Dr. Cheryl 
Kerfeld supervised the project. Carol Baker in Dr. John Golbeck’s laboratory expressed 
mutant halorhodopsin proteins in E. coli. 
 
Abstract 
A  limiting  factor  of  photosynthetic  yield  is  the  inefficient  oxygenation  reaction  of 
ribulose  bisphosphate  carboxylase/oxygenase  (RuBisCO),  where  oxygen  instead  of 
carbon is fixed. Many different strategies have evolved in photosynthetic organisms to 
lower  the oxygenation  rate of RuBisCO, which generally  involves  increasing  the  local 
concentration of carbon dioxide around compartmentalized RuBisCO. One of these so‐
called  carbon‐concentrating  mechanisms  evolved  in  cyanobacteria  and  involves  the 
active  transport  of  bicarbonate  into  the  cell  via  pumps, which  is  then  converted  to 
carbon dioxide  in  the carboxysome, where RuBisCO  is housed. Here we describe  two 
proof‐of‐principle  strategies  to engineer new  carbon  concentrating mechanisms based 
on what we have learned from cyanobacteria. The first strategy involves engineering a 
light‐driven bicarbonate pump, which would effectively use “free” light energy instead 
of  the  reducing  equivalents  and  electrochemical  gradients  currently  used  in 
cyanobacteria.  The  second  strategy  uses  a  carboxysomal  assembly  factor  to  both 
aggregate RuBisCO (increasing the local concentration of enzyme) and to scaffold it to a 
carbon dioxide‐generating enzyme (increasing the local concentration of substrate). Our 
results  open  the door  for  further  bioengineering  of  light‐driven  ion pumps  and  also 
various methods to scaffold RuBisCO to enzymes and also potentially the cytoskeleton.  
 
Abbreviations: 
BMC  Bacterial Microcompartment 
RuBisCO  Ribulose Bisphosphate Oxygenase Carboxylase 
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SSLD  RuBisCO small subunit‐like domain present in CcmM 
PEPCK  Phosphoenol pyruvate carboxykinase 
UPPCK  PEPCK from Urochloa panicoides 
CAPCK  PEPCK from Chloroflexus aurantiacus 
ECPCK  PEPCK from Escherichia coli 
 
Introduction 
One of  the end‐products of photosynthesis  is  the  fixing of carbon  into carbohydrates, 
which  in  turn  feed  all  life.  Currently,  the most  abundant  protein  that  catalyzes  the 
carbon  fixation  reaction  is  ribulose  bisphosphate  oxygenase/carboxylase  (RuBisCO), 
present  in  all plants  and  algae,  and  also present  in many photoautotrophic  bacteria. 
RuBisCO  catalyzes  the  carboxylation  of  the  five‐carbon  sugar  ribulose  bisphosphate, 
which generates two molecules of the three‐carbon compound phosphoglycerate, which 
are then used as building blocks for a variety of metabolites used by the photosynthetic 
organism. However, as the name implies, RuBisCO can also catalyze the oxygenation of 
ribulose  bisphosphate,  which  results  in  only  one  phosphoglycerate,  and  one 
phosphoglycolate  [1],  which  must  be  recycled  via  photorespiration,  both  energy 
intensive and releases one valuable molecule of CO2 [2].  
A  relatively  simple way  to  assuage  this  competing  reaction  is  to  increase  the partial 
pressure of CO2 relative to O2, thus making the preferred substrate more available. Two 
examples of mechanisms that have evolved to do just this are the carboxysome [3] and 
C4  carbon  fixation  [4].  Both mechanisms  compartmentalize  RuBisCO  in  an  isolated 
environment in which the local concentration of CO2 is heightened. In the bacteria that 
contain  carboxysomes  (e.g.  cyanobacteria),  membrane  transporters  act  to  pump 
bicarbonate (HCO3‐) into the cytosol, which is then thought to diffuse through the polar 
pores of  the carboxysome shell  [5]. Carbonic anhydrase, present only  in  the  lumen of 
the carboxysome [6], catalyzes the conversion of HCO3‐ to CO2. Since CO2  is relatively 
nonpolar, it is thought to be prevented from diffusing across the carboxysome shell [3], 
thus effectively increasing the pCO2:pO2 ratio within the carboxysome, where RuBisCO 
is also encapsulated. C4 carbon fixation is more complex and utilizes multiple enzymes 
and cell  types: a more CO2‐specific enzyme  is used  in mesophyll cells  to  fix CO2  to a 
four‐carbon molecule, which  is  then  actively  transported  to  the  bundle  sheath  cell, 
which  contains  RuBisCO  and  an  enzyme  that  releases  CO2  from  the  four‐carbon 
molecule;  the original  three‐carbon compound  is  then  recycled back  to  the mesophyll 
cell [4].  
Unfortunately  for  a  society  that  is  realizing  a  population  growth  that  it  cannot 
realistically sustain  [7], many key crop species  (e.g. rice, wheat, soybean) utilize a  less 
efficient (C3) mode of carbon fixation. While a significant amount of effort has been put 
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into engineering RuBisCO [8,9] or introducing C4 photosynthess into C3 plants [10–12], 
there  have  not  been  significant  artificial  improvements  in  carbon  fixation. Here we 
introduce  two  alternative,  novel  bioengineering  plans  that  could  optimize  carbon 
fixation.  
The  first  plan  is  to  convert  the  light‐driven  chloride  pump  halorhodopsin  into  a 
bicarbonate pump. Halorhodopsin is a homotrimeric membrane transporter that pumps 
chloride  into  halophilic  bacteria  for  osmoregulation  [13].  In  addition  to  pumping 
chloride, the halorhodopsin homolog in Natronomonas pharaonis has also been shown to 
pump  nitrate  [14],  and  the  structure  of  the  nitrate‐bound  protein  has  been  solved 
(Figure 1A) [15]. Given that bicarbonate and nitrate are physicochemically very similar, 
we suspected that halorhodopsin could be mutated to pump bicarbonate into the cell (if 
it doesn’t do  so already)  effectively using “free”  light  energy  to actively  increase  the 
pCO2:O2 ratio within the cell. Indeed, modeling a bicarbonate ion in the nitrate‐binding 
pocket of halorhodopsin  from N. pharaonis does not  indicate  that  there would be any 
steric hindrances for bicarbonate (Figure 1B). Furthermore, halorhodopsin conveniently 
absorbs a wavelength of light (max of ~580 nm [13]) not already used by photosynthetic 
pigments,  so  its use would not  be  expected  to  compete with  existing photosynthetic 
systems, thus making it a promising “silver bullet” to improving RuBisCO efficiency. 
The  second  plan  is  to  scaffold  RuBisCO  to  the  CO2  generating  enzyme  phosphenol 
pyruvate carboxykinase (PEPCK), which would ideally produce CO2 in close proximity 
to  the  active  site  of RuBisCO,  theoretically  resulting  in  substrate  channeling.  The  ‐
carboxysomal protein CcmM facilitates the first step of organelle assembly by binding 
to  and  aggregating RuBisCO  [16,17].  This  binding  and  aggregation  is  performed  by 
three  RuBisCO  small  subunit‐like  domains  (3xSSLD)  located  on  the  C‐terminus  of 
CcmM, which are thought to replace the RuBisCO small subunit(s) in the L8S8 RuBisCO 
holoenzyme and cross‐link multiple RuBisCO holoenzymes together for packaging into 
the carboxysome  [16,17]. This close packaging, not present  in C3 plants, could already 
improve the efficiency of RuBisCO by increasing the density of active sites, which could 
compound the effects of including a CO2‐generating enzyme in this aggregate.  
These  two  engineering plans highlight  the often overlooked necessities of organelles, 
and  indeed  cytosolic  processes  in  general.  In  order  for  an  organelle  such  as  the 
carboxysome to properly function, the cell must have a mechanism for the uptake of the 
raw materials – in this case bicarbonate.  
 
Results and Discussion 
Computational modeling to engineer halorhodopsin as a bicarbonate pump 
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We  computationally predicted which  residues might need  to be mutated  to  facilitate 
bicarbonate entering the binding pocket of halorhodopsin. For this, we used the enzyme 
design  package  of  the  Rosetta  protein  analysis  software,  running  the  program with 
chloride in the binding pocket as a control, and comparing it to nitrate and bicarbonate 
(Figure 1C). Many  suggested mutations  in  the bicarbonate  condition were  either also 
present for the chloride condition, or were for residues that were on the oligomerization 
face, which we  suspected would disrupt  the  quaternary  structure  of  the  transporter. 
However, four mutations seemed promising: Y82A, R123L, and S130A (Figure 1C and 
D). Mutating Y82 and R123  seem  to be  rational, as  they are both bulky  residues  that 
constrict the ion‐binding pocket (Figure 1D). However, mutating them to the suggested 
hydrophobic alanine and  leucine, respectively, may disrupt  the polar  interactions  that 
coordinate the ion in the pocket. Therefore in addition to the suggested mutations, we 
also mutated Y82 to serine, and R123 to lysine (Figure 1D). We were dubious that S130A 
would be an effective mutation, as that residue has been suggested to be important for 
ion transfer in the pump [18].  
We generated  single mutations of  the  residues  listed  in Figure  1D  as well  as  a Y82S 
R123K double mutant, and expressed the mutant proteins in E. coli to assess for proper 
folding and cofactor binding (Figure 2). Based on the purple color of the cell pellets, it 
was apparent  that  the Y82S and R123K mutations were  tolerated, while  the  rest were 
not and may  indicate that the protein  is no  longer functional (Figure 2). Y82A, R123L, 
and the Y82S R123K were all a red shade, while S130 was yellow‐green (Figure 2).  The 
varying  shades  of  red  indicate  that  retinal  is  still being bound by  the protein, but  is 
present  in  a  different  electrostatic  environment  than  wild‐type,  resulting  in  the 
absorbance of different wavelengths of light [19]; it is unclear whether or not this would 
disrupt  protein  function,  or  simply  change  the wavelength  of  light  required  for  ion 
transport (although these may be linked, as different wavelengths of light have different 
energies). Furthermore,  from  these observations  certain  inferences  can be made  as  to 
what  residues  and  physicochemical  environment  are  important  for  the  wild‐type 
protein. It seems that a positive charge around the vicinity of residue 123 is necessary, 
as mutating it to a similarly sized yet hydrophobic residue apparently alters the retinal 
absorbance. Likewise, a polar environment is required in the vicinity of residues 82 and 
130, as mutating  them  to alanine also  results  in a  loss of purple  color, while keeping 
residue  82 polar mostly  retains  the purple  color.  It  is not  clear why  the Y82S R123K 
double mutant would lose so much color, as each mutation individually did not seem to 
have  an  effect  (Figure  2).  It may be  that by mutating  the  residues  to  those with  less 
bulky side chains opened  the pocket  too much,  thus allowing retinal more degrees of 
freedom to move away from the ideal electrostatic environment.   
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Engineering a RuBisCO‐PEPCK scaffold complex 
We selected three PEPCK homologs for proof‐of‐principle experiments to be conducted 
in  the  cyanobacterium Synechococcus  elongatus PCC7942  lacking  the  carboxysome  and 
expressing  the  large  subunit of  rubisco  fused  to gfp  (K2‐O Rbcl‐gfp)  [16]. This  strain 
was chosen because it lacks the inherent ability to enhance the carboxylation reaction of 
RuBisCO via packaging  into  the  carboxysome, which would otherwise  confound our 
measurements of RuBisCO aggregation and biochemical function. The PEPCK from the 
C4 plant Urochloa panicoides  (UPPCK) was chosen because  it has been characterized  in 
the  context  of  C4 metabolism, which we were  trying  to  emulate.  The  PEPCK  from 
Chloroflexus  aurantiacus  (CAPCK) was  chosen because our  laboratory has had  success 
expressing  functional proteins  from  this species  in PCC7942. Finally,  the PEPCK  from 
Escherichia  coli  (ECPCK)  was  chosen  because  it  has  been  well‐studied  in 
gluconeogenesis. 
Each of the PEPCKs were expressed  in PCC7942 K2‐O Rbcl‐gfp as  is or as a fusion to 
the 3xSSLD sequence of CcmM and visualized for fluorescence of RuBisCO [16] (Figure 
3A). When UPPCK and CAPCK were expressed, RuBisCO remained diffuse as expected 
(Figure 3A). Expression of  the UPPCK‐3xSSLD  construct  resulted  in  the  formation of 
two  to  four seemingly evenly spaced RuBisCO puncta, while CAPCK‐3xSSLD  formed 
only two polar RuBisCO puncta (Figure 3A). Interestingly, expression of either ECPCK 
or ECPCK‐3xSSLD resulted  in RuBisCO forming one  large polar punctum  in the cells, 
indicating that the 3xSSLD sequence is not responsible for the aggregation of RuBisCO 
with these protein constructs.   
These  are  surprisingly  similar  to  carboxysome  puncta  characterized  in  the  literature 
[16,20] despite  the  fact  that  the  only  known  carboxysome  shell  genes present  in  this 
strain  are  the minor  CcmK3  and  CcmK4  (which  are  known  to  not  be  sufficient  for 
carboxysome formation on their own [16]), and the only known carboxysome assembly 
factor present  is  the 3xSSLD  segment of CcmM  (which  is not known  to  interact with 
CcmK3 and CcmK4) that was fused to the PEPCK enzymes. It has been suggested that 
cyanobacterial  cytoskeletal  proteins  are  involved  in  the  spatial  positioning  of 
carboxysomes  [20];  it  may  be  possible  that  the  3xSSLD  segment  is  somehow  also 
involved  in spatial positioning. However, expression of  the 3xSSLD portion of CcmM 
alone  in  this background  strain only  resulted  in  the  formation of one RuBisCO  focus 
[16].  It  is  suggestive  that  the  PEPCK  protein  itself  affects  RuBisCO  localization,  as 
3xSSLD‐fused  UPPCK  results  in more  puncta  than  CAPCK,  which  results  in more 
puncta  than  ECPCK.  It may  be  that  the  different  PEPCKs  have  differing  properties 
making  them  associate with  the  cytoskeleton  somehow;  uncovering  these  properties 
could be key to designing scaffolds that target to specific subcellular positions (ongoing 
experiments). 
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In order to assess how RuBisCO activity was altered by aggregation with these foreign 
proteins,  we  conducted  a  growth  assay  of  PCC7942  K2‐O  Rbcl‐gfp  expressing  the 
various PEPCK constructs (Figure 3B). When grown in air (roughly 0.04% CO2) only the 
wild‐type  strain  grew,  indicating  that  RuBisCO  efficiency was  not  improved  to  the 
same  level  as  carboxysomes.  Interestingly,  at  high  (3%)  CO2,  we  observed  varying 
amounts of growth in the PCC7942 K2‐O Rbcl‐gfp strains expressing CAPCK, CAPCK‐
3xSSLD,  and ECPCK‐3xSSLD,  although  these  constructs  seemed  to hamper RuBisCO 
function rather than enhance it (Figure 3B). ECPCPK‐3xSSLD expression prevented any 
growth at 3% CO2, while ECPCK expression seemed to have no effect when compared 
to the K2‐O Rbcl‐gfp background strain (Figure 3B). This could suggest that the polar 
focus  of  RuBisCO  observed  in  Figure  3A  is  an  inclusion  body  consisting  of 
nonfunctional RuBisCO enzyme. As  this aggregation  is also apparent when ECPCK  is 
expressed, we posit  that  the overexpression of  the ECPCK protein causes RuBisCO  to 
become  somewhat  unstable  but  still  functional,  and  with  the  addition  of  3xSSLD, 
RuBisCO  forms a completely  inactive  inclusion body. Conversely, we see an opposite 
result for CAPCK: the CAPCK‐expressing strain did not grow at all, while the CAPCK‐
3xSSLD grew  (albeit  less  than  the K2‐O Rbcl‐gfp background strain)  (Figure 3B). This 
may  indicate  that  poor  RuBisCO  activity  in  the  presence  of  CAPCK  is  somewhat 
enhanced by aggregation by 3xSSLD.  
This  series  of  experiments  serves  as  a  proof  of  principle  and  foundation  for  future 
efforts  involving  the  scaffolding  and potentially  cellular positioning of RuBisCO. We 
may  have  discovered  that  PEPCKs  can  be  spatially  organized within  cyanobacterial 
cells, and are currently conducting experiments with fluorescently‐tagged PEPCKs and 
cytoskeletal proteins to assess this. Furthermore, it seems that different homologs of the 
same  protein  can  have  varying  effects  on  RuBisCO,  which  must  be  taken  into 
consideration when optimizing or even designing  future engineering  strategies. Most 
strikingly, one homolog can have a dramatic effect on apparent RuBisCO activity  (e.g. 
ECPCK‐3xSSLD), while another might not (e.g. UPPCK‐3xSSLD). These effects could be 
taken  advantage  of  to  tease  apart  the  effects  of  scaffolding,  such  as  in  the  case  of 
CAPCK  and CAPCK‐3xSSLD where  it  seems  that  the  negative  effects  of CAPCK  on 
RuBisCO function are somewhat alleviated by the presence of the 3xSSLD, which could 
be attributed to a relative increase in RuBisCO function as a result of aggregation.  
 
Summary 
All fundamental research endeavors have the potential to help society, whether or not 
they  are  conducted  with  a  specific  goal  in  mind.  The  fundamental  discovery  of 
rhodopsins has opened the door to optogenetics [21], and now potentially customizable 
pumps. This  latter goal  is especially  feasible now with  the advent of high  throughput 
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cloning and  inexpensive gene  synthesis, where  countless numbers of mutants  can be 
generated  and  subsequently  screened  for  ion  pumping.  Likewise,  the  fundamental 
understanding  of  how  carboxysomes  assemble  has  identified  a  natural  RuBisCO 
scaffold  that already  functions  to optimize  the  carboxylation  reaction  in  concert with 
carbonic anhydrase and the carboxysome shell. Other groups have already made great 
strides towards the goal of introducing the entire carboxysome structure into plants as a 
carbon concentration mechanism  [22], by using  the 3xSSLD domain of CcmM  to  form 
complexed RuBisCO  in  plant  cells  [23]. Our  PEPCK‐3xSSLD  constructs  could  be  the 
next step towards increasing RuBisCO efficiency in plants.  
In  addition  to  building  upon  fundamental  research  to  synthesize  new  biological 
solutions, we  have  observed  that  attempting  to  engineer  systems  can  provide  new 
angles to study fundamental biology. For example, mutating some residues forming the 
ion‐binding pocket of halorhodopsin had an effect on the retinal cofactor. This was not a 
complete surprise, as the retinal also helps to form the binding pocket [24] and directly 
participates  in  ion  transport  [25]. The mutations we made  act  as  a  starting point  for 
further  studies  on  how  the  halorhodopsin  protein  environment  spectrally  tunes  the 
cofactor to absorb specific wavelengths of light, which in turn would lead to additional 
fundamental  knowledge  that  may  then  be  applied.  Furthermore,  our  surprising 
observations with fusing different PEPCK homologs to 3xSSLD have shown that choice 
in  protein  homolog  can  have  a  drastic  effect  on  the  final  engineered  system,  and 
highlights  that even  though different proteins may catalyze  the  same  reaction and be 
functionally identical from an enzymatic perspective, the structural differences between 
homologs can be quite significant, a point also made in Chapter 4.   
 
Methods 
Computational Modeling and Mutagenesis 
For  general  crystal  structure  manipulation  and  modeling,  we  used  the  PyMOL 
Molecular Graphics System, Version 1.7.4 Schrödinger, LLC.  
For  mutational  suggestions,  the  enzyme  design  package  of  Rosetta  3.2  was  used 
(https://www.rosettacommons.org).  
6xhis‐tagged halorhodopsin was a generous gift of  John Golbeck and was used as  the 
template for site directed mutagenesis, which was performed as described in [26]. The 
Golbeck group overexpressed these mutants in E. coli BL21(DE3).  
 
Cyanobacterial transformations and growth 
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PEPCK  constructs were  generated using  a  cloning method previously described  [27] 
and  ultimately  cloned  into  the  pAM2991  vector  [28], which was  used  to  transform 
Synechococcus  elongatus  PCC7942  K2‐O  Rbcl‐gfp  as  previously  described  [16,28]. 
Cyanobacterial  strains  were  grown  in  BG11  [29]media  in  a  Sanyo  Environmental 
Chamber with an atmosphere kept at 3% CO2 or ambient air and a  light  intensity of 
100mol photons m‐2 s‐1. For the spotting experiment in figure 3B, cyanobacterial strains 
were grown under 3% CO2 conditions until visibly green, and normalized to an OD750 of 
0.233  as measured by  a BioTek EON microplate  spectrophotometer. A  serial dilution 
was made of each strain to 1/10,000x and 20L of each dilution was spotted onto a BG‐
11 plate with or without 1mM IPTG. These plates were incubated for 7 days in either air 
or 3%CO2 conditions.  
 
Microscopy 
Cyanobacterial  strains  were  grown  in  liquid  BG11  under  3%  CO2  conditions  the 
cultures were very green  (roughly 3 days), at which point 1mM  IPTG was added  (or 
not) and cultures were grown  for another 24 hours at which point 2L of cell culture 
was spotted onto a 1% agarose pad (made of BG11) as described previously [16]. Images 
were  taken  using  a  Zeiss Axioskop  2  plus, with  a  Zeiss N‐achroplan  100x/1.25  oil‐
immersion objective.  
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Figure 1. Computational modeling of halorhodopsin. (A) A picture of nitrate present 
in the ion‐binding pocket of halorhodopsin (shown in mesh) in a crystal structure of 
halorhodopsin, PDB ID: 3QBL. (B) The same crystal structure as in (A), but with a 
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bicarbonate ion manually fitted into the binding pocket. (C) Alignment the top five 
Rosetta enzyme design results for mutating the ion‐binding pocket of halorhodopsin 
with chloride, nitrate, or bicarbonate present. Key suggestions discussed in the text are 
highlighted in yellow. (D) Suggested mutations depicted on the crystal structure of 
halorhodopsin; the mutated side chains are shown in purple.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 2. Halorhodopsin mutants expressed in E. coli. All tubes were present in the 
same photographs, and were cut and pasted so as to reorder them; no alterations were 
done. The original photograph can be found in Appendix D, Figure S1.  
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Figure 3. PEPCK constructs phenotypes. (A) Fluorescence microscopy of PEPCK (top 
row) or PEPCK‐3xSSLD (bottom row) expressed in Synechococcus elongatus PCC7942 
K2‐O rbcl‐gfp grown with 1mM IPTG to induce the protein. (B) Growth experiment of 
various cyanobacterial strains grown in air or high CO2 with or without IPTG. All 
PEPCK constructs are expressed in Synechococcus elongatus PCC7942 K2‐O rbcl‐gfp. 
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Conclusions, and my Final Message 
 
The technological revolutions of the past 60 years or so have allowed for us to truly 
appreciate the bacterial domain of life. Advances in microscopy have allowed us to see 
macromolecular complexes to near-atomic resolution, and the molecular biology 
revolution allowed researchers to genetically dissect what these complexes do and how 
they do it. More recently, the advent of inexpensive gene sequencing has resulted in 
vast databases of genes where informatics can be applied to predict their functions.  
Bioinformatics is an extremely powerful tool for analyzing unfathomable amounts of 
data and can predict the functions of genes based on their relation to those whose 
functions have been experimentally determined. Unfortunately, this technique can only 
ever be predictive (with the current amount of functional data). Most of the functional 
data on bacterial genes have been the result of work done in a handful of model 
organisms such as Escherichia coli and Bacillus subtilis, but bacteria have been evolving 
for the past 3.5 billion years, and one has only to look at a modern bacterial phylogeny 
to realize that huge amounts of evolutionary time separate each clade of bacteria. The 
result of this is that when a species that is phylogenetically far removed from model 
organisms (e.g. Planctomyces limnophilus) has its genome sequenced, almost half of the 
genes have only trace similarity to genes with experimentally defined functions, and so 
accurate functional predictions cannot be made. However, what bioinformatics achieves 
in this case is a list of candidate genes that can now be targeted for experimentation to 
determine their function. Ultimately, this partnership between “dry” and “wet” 
experimentation will discover new genes with new functions (or different genes with 
the same function) that when included in the databases can strengthen the predictive 
power of bioinformatics and result in a feed-forward cycle of knowledge and discovery. 
What is accomplished, then, is not only an appreciation for the diversity of life and its 
various strategies to extract sustenance from the environment, but also the ongoing 
addition of functions (in the form of genes) to the biological “tool box,” which engineers 
can combine in various ways to synthesize completely new biological mechanisms to 
address societal problems (e.g. photosynthetic yields) – a form of “rational” evolution.  
It is easy to get ahead of ourselves and assume that we have all the answers to 
successfully engineer what we want, but Life is an intricate machine with billions of 
years of optimization behind it and we would be fools to think we have understood it in 
only the past few hundred years to treat fundamental discovery as simple amusement 
and a waste of resources, as certain politicians seem to believe. Purely fundamental 
research is invaluable to understanding and solving societal problems and has always 
been the foundation upon which technological revolutions have been built. 
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Appendix A 
 
Supplemental Information for Chapter 2 
 
Supporting Text S1: Genes and pfams associated with the PDU and EUT loci.  
The PDU1A representative locus consists of homologs to the pduCDEGHLOPQSVWX 
genes (Fig. S2), as well as pduF and the regulatory gene pocR (PF12833, PF10114, 
PF00165). PduC (PF02286), PduD (PF02288), and PduE (PF02287) are the large, medium, 
and small subunits of the cobalamin-dependant propanediol dehydratase, PduP 
(PF00171) is the aldehyde dehydrogenase (AldDH), PduL (PF06130) is a 
phosphotransacetylase (PTAC), PduQ (PF00465) is an alcohol dehydrogenase (AlcDH), 
and PduW (PF00871) is a propionate kinase [1]. PduV (PF10662) is a protein of 
unknown function which has been implicated in spatial orientation of the PDU 
microcompartment in the cytoplasm [2]. PduF (PF00230) is a proposed propanediol 
diffusion facilitator [3]. Four genes within the PDU1A loci are related to cobalamin 
recycling: propanediol dehydratase reactivase PduGH (PF08841; PF02288) [4], 
ATP:cobalamin adenosyltransferase PduO (PF01923, PF03928) [5], and cobalamin 
reductase PduS (PF01512, PF13534, PF13375, PF10531). Additionally, PduX (PF00288) is 
a threonine kinase involved in cobalamin synthesis [6]. 
Within nearly all PDU1A loci but upstream of the pdu operon on the opposite strand are 
encoded the genes cbiABCDEFGHT (PF01656, PF07685; PF03186; PF02570; PF01888; 
PF00590; PF12847; PF11760, PF11761, PF01890) (Fig. S2, Dataset S1) whose gene 
products participate in the synthesis of cobinamide, a crucial first step in the synthesis 
of cobalamin [7]. These cobalamin synthesis genes correspond to the cob operon 
involved in cobalamin biosynthesis. In addition, a homolog to the aminotransferase 
CobD (PF00155) is frequently found immediately downstream of the pdu operon in 
PDU1A, although in the case of Tolumonas auensis DSM 9187 and the loci from the 
Yersinia genus, this protein is encoded within the putative pdu operon along with an 
additional cobalt-precorrin methyltransferase (PF00590). 
A number of genes are conserved within the PDU1A locus in over half of the PDU1A 
loci: a yeeX-like protein of unknown function (PF04363: DUF496), a yeeA-like putative 
membrane transporter protein (PF04632), a yeeB-like small molecular binding domain 
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protein (PF06445), and a yeeC/dacD-like D-alanyl-D-alanine carboxypeptidase (PF13354, 
PF07943, PF00768) which is involved in β-lactam antibiotic resistance [8] (Dataset S1). 
Also found in Salmonella are conserved the genes phsABC (PF04879, PF00384, PF01568; 
PF13237, PF13247, PF12797, PF12837, PF12838, PF13183, PF13187; PF01292) which 
encode a thiosulfate reductase, which reduces thiosulfate to hydrogen sulfide. 
Thiosulfate is produced when reducing tetrathionate, which serves as an electron 
acceptor when S. enterica is grown anaerobically on propanediol [9]. 
PDU1B loci are found in the genomes of Escherichia coli E24377A, Escherichia coli LF82, 
Escherichia coli UMN026, Shigella sonnei 53G, and Shigella sonnei Ss046 (Table S2). All 
PDU1B loci contain homologs to the pdu genes in the PDU1A locus except for PduX and 
PduW. The PDU1B locus encodes homologs to cobSTU (PF02654; PF02277; PF02283) 
cobalamin biosynthesis genes from the 3’ end of the cob operon which are responsible 
for joining adenosyl-cobinamide with 5,6-dimethylbenzimidazole to form adenosyl-
cobalamin (vitamin B12) [10]. However, the remainder of the genes in the cob operon are 
not co-localized with the PDU1B loci. Also within the PDU locus are a ykuD-like 
peptidoglycan transpeptidase domain-containing protein (PF03734) and two lysR-type 
regulatory proteins (PF00126, PF03466) (Dataset S1). YkuD has been shown in 
Enterococcus faecium to confer high-level β-lactam resistance [11]. PDU1B loci contain the 
same yeeXAC genes as in PDU1A, as well as several more: homologs to sbcB 
exodeoxyribonuclease (PF00929, PF08411), yeeF membrane transporter (PF00324), lysR 
regulatory gene, and yeeZ, a putative epimerase (PF04363) (Dataset S1). 
All PDU1C loci are found in three strains of Lactobacillus reuteri and as such have 
extremely high synteny in neighboring genes. PDU1C loci lack genes encoding PduS, 
PduX, and PocR, and the two domains in the PduO protein are encoded by two 
adjacent genes. Also encoded in PDU1C loci are homologs to PduF, the EutJ putative 
chaperone (PF00012, PF06723, PF11104), an AraC type regulatory protein (PF12833), a 
tyrosine phosphatase (PF13350, PF13348), a transporter associated with cadmium 
resistance (PF03596), a flavodoxin protein (PF00258), an NADPH-dependent FMN 
reductase (PF13508, PF14542, PF03358), and genes from the cob operon. 
PDU1D loci are found in the genomes Thermoanaerobacter sp. X513 and 
Thermoanaerobacter sp. X513. PduX, PduS, and PocR are absent from PDU1D loci. This 
locus is bisected by a transposase gene (PF05598, PF01609) and additionally encodes a 
transmembrane protein of unknown function (PF02659), a flavoprotein (PF02441), a 
140 
 
EutJ-like protein (PF11104), a PocR domain-containing histidine kinase (PF02518, 
PF06580, PF10114) and response regulator (PF12833, PF00072, PF00165), a homolog to 
the YtaF membrane-bound protein (PF02659: DUF204) [12], and an integrase domain 
protein (PF13936, PF00665, PF13384, PF13518). The cob operon is not found within 
PDU1D loci. 
21 PDU1 loci did not cluster with any of these sub-types (Fig. S1), representing subtle 
modifications to the PDU1 locus. The three PDU1 loci from Anaerobaculum mobile DSM 
13181, Thermoanaerobacterium saccharolyticum JW/SL-YS485, and Thermoanaerobacterium 
xylanolyticum LX-11 contain a class II aldolase (PF00596) in addition to the diol 
dehydratase (Dataset S1), which could be involved in the conversion of L-fucose/L-
rhamnose to propanediol as has been recently proposed in a different locus [13]. 
Among PDU1 locus variants is one identified in Escherichia fergusonii ATCC 35469 that 
encodes a glycyl radical enzyme (GRE; PF01228, PF02901) and appears to be a fusion of 
the PDU1B and GRM2 loci (Dataset S1). 
The PDU-like/PDU3 locus type appears to be a reduced PDU locus found only in 
Clostridium kluyveri, and of the canonical PDU genes, this locus only contains 
pduCELSX. Conspicuously, pduD, the gene encoding the medium subunit of the diol 
dehydratase, is not found anywhere in the entire genome. Neither an AldDH nor 
AlcDH are found in this locus, although a PduL PTAC is present. In addition, the diol 
dehydratase reactivating factor pduGH is missing from the locus. Interestingly, the 447 
nucleotide long intergenic region immediately downstream of pduE bears weak 
homology to a 171 nucleotide region of pduH the reactivating factor from Clostridium 
carboxidivorans P7, indicating a possible incomplete deletion of the pduH gene from the 
locus. Another unique feature is the presence of eight genes encoding four PduS and 
four PduT BMC-T homologs. The first and second PduS homologs are 100% identical to 
the third and fourth PduS homologs, respectively, and the same trend holds for the 
PduT homologs, indicating a recent duplication of a segment of the locus containing 
two genes each alternating PduS and PduT homologs. Also within the locus are 
encoded a EutJ-like protein, a flavoprotein, four proteins containing iron-sulfur cluster 
domains, one of which bears homology to an iron hydrogenase (PF02256, PF02906, 
PF13237, PF13459), an ACT domain-containing protein (PF13291), and homologs to 
homoserine dehydrogenase (PF03435, PF00742, PF03447), homoserine kinase (PF00288, 
PF08544), and an acyl-homoserinelactone synthase (PF13420). 
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Genes and Pfams Associated with the EUT Loci 
The vast majority of EUT1 loci contain homologs to the genes eutABCDEGHJPQRT, 
many of which have been well studied. EutB (PF06751) and EutC (PF05985) are the 
large and small subunits of ethanolamine ammonia lyase, EutE is the AldDH that 
converts acetaldehyde to acetyl-CoA [14], EutD (PF01515) is a pta PTAC of a different 
type than PduL that converts acetyl-CoA to acetylphosphate [15], and EutG is an 
AlcDH that metabolizes acetaldehyde to ethanol [16]. EutA (PF06277) is a reactivating 
factor for the ethanolamine ammonia lyase [17]. EutH (PF04346) encodes an 
ethanolamine facilitator that transports ethanolamine [18]. EutJ (PF11104), EutP 
(PF10662), and EutQ (PF06249) are proteins whose function in the EUT locus is not yet 
clear [19], though EutJ has been proposed to be a chaperone [20], and a homolog of 
EutP, PduV, in the PDU locus is thought to play a role in spatial orientation of the PDU 
microcompartment [2]. EutT encodes an ATP:cobalamin adenosyltransferase 
homologous to PduO [21]. 
All EUT1 loci save for one are found in members of the Gammaproteobacteria, the 
majority of them being in pathogenic enterobacteria from the genera Enterobacter, 
Enterobacteriaceae, Escherichia, Citrobacter, Klebsiella, Salmonella, and Shigella. These loci 
share much in common with S. enterica, resulting in a very tight network. Several non-
pathogenic bacteria also contain a variation of this type: Oleispira antarctica RB-8 is an 
oil-degrading marine bacterium isolated from Antarctic sea water [22], Morganella 
morganii subsp. morganii KT is a commensal pathogen often found in intestinal 
infections [23], Marinobacter aquaeolei VT8 is a halophile isolated from an off-shore oil 
well in Vietnam [24], and Anaerolinea thermophila UNI-1 from the phylum Chloroflexi 
was isolated from thermophilic anaerobic granular sludge [25]. The latter three are clear 
outliers within the EUT1 locus similarity network (Fig. S1): M. aquaeolei and M. morganii 
contain all the genes from the S. enterica eut operon in their loci, as well as a PduS 
homolog; however, the genes outside of the operon conserved in other EUT1 loci are 
not present in these loci (Dataset S1). A. thermophila’s EUT1 locus is missing the protein 
of unknown function EutP, as well as the AlcDH and PTAC genes; this locus is 
therefore likely not functionally complete. In addition, only A. thermophila and M. 
aquaeolei do not encode the eutR regulatory gene in the EUT1 locus (Dataset S1). 
Also encoded within EUT1 loci are the MaeB malic enzyme (PF00390, PF03949, 
PF01515) that catalyzes the conversion of malate to pyruvate with the release of CO2, a 
TalA-like putative transaldolase (PF00923), a putative transketolase (PF02779, PF00456, 
PF02780), a domain of unknown function (PF06674: DUF1176), a NUDIX domain 
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protein (PF00293), a HemF coproporphyrinogen III oxidase (PF01218), a YfeX 
porphyrinogen oxidase (PF04261) [26], a putative N-acetylmuramoylalanine amidase 
(PF01520), a putative N-acetyltransferase (PF00583), a putative inner membrane protein 
(PF11143: DUF2919), and a protein of unknown function (PF06752: DUF1131). 
While most of the EUT1 loci contain the EUT signature enzyme genes, a number of 
these loci do not. Of the eight Shigella EUT1 loci, four are either missing or contain only 
a pseudogene copy of one of the ethanolamine ammonia-lyase proteins, while three are 
also missing the eutA. The Escherichia coli IAI39 locus also contains only a eutB 
pseudogene fragment. In addition, the Escherichia coli str. K-12 substr. MG1655 locus 
contains a phage integrase (PF00589, PF14659, PF13356: DUF4102) followed by five 
copies of the CPZ-44 prophage predicted protein. It is possible that these loci are in the 
process of losing the capability to utilize ethanolamine. 
The majority of EUT2 loci contain eutABCEHPQ. Instead of the EutD PTAC, these loci 
usually encode a homolog to the PduL PTAC (PF06130). In place of the EutR regulatory 
enzyme found in EUT1 loci, a two-component regulatory system consisting of a signal 
transduction histidine kinase (PF02518, PF07568, PF13581, PF12282, PF13426) and a 
response regulator (PF00072 and PF03861) tend to be found in EUT2 loci. 
EUT2A’s most defining feature is the eutG gene encoding an AlcDH necessary for 
cofactor recycling, which is absent from most other EUT2 loci. One or more copies of a 
transporter protein (PF00005) are encoded in approximately half of the EUT2 loci. 
Over half of EUT2B loci additionally encode a homolog to the EutJ putative chaperone. 
Uniquely, only EUT2B and EUT2D sub-types contain a gene encoding a homolog of 
PduS cobalamin reductase [27,28]. 
While EUT2C loci do not encode AlcDH, they do encode lactate/malate dehydrogenase 
homolog (PF03721, PF00056, PF02866). Since lactate/malate dehydrogenase is an 
oxidoreductase, it is possible that this enzyme can perform the same function as AlcDH, 
though experimental evidence is necessary to test this hypothesis. 
The EUT2D locus is unique to the genomes of Desulfosporosinus meridiei DSM 13257 and 
Thermincola potens JR. While most of the same genes are found within and flanking the 
EUT2D locus, there is a low degree of synteny between the two loci. In addition, the 
locus of T. potens appears to be an expanded form of the locus, uniquely among these 
two loci encoding homologs to EutJ, EutP, EutT, and PduL. These loci encode homologs 
to PduS, as well as homoserine kinase (PF01636) and a trimethylamine 
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methyltransferase homolog (PF06253). 
The EUT3 locus type represents an extremely reduced EUT locus. Of the canonical EUT 
genes, only eutABCPT are encoded in the locus. Also encoded are a LysR-like regulatory 
protein (PF00126 and PF03466), a trimethylamine methyltransferase homolog, similar to 
that found in EUT2D, and a phosphodiesterase (PF01663). 
A number of individual EUT loci either could not be clustered into EUT1 or EUT2 types 
or appeared in entirely distinct clusters. The former include the actinobacterium 
Nocardioides sp. JS614 and the firmicutes Coprococcus catus GD/7 and Halanaerobium 
hydrogeniformans. These represent additional possibly incomplete variations on the EUT 
locus. None of these encode AlcDH or either PTAC gene found in EUT loci, and only 
Nocardioides encodes an AldDH. Furthermore, while eutAC is encoded in all three loci, 
eutB is absent from C. catus. In addition, several EUT loci appear outside of Cluster 3. 
The first of these from Desulfosporosinus orientis DSM 765 appears in Cluster 2. In 
Cluster 10, an extremely reduced EUT locus from Symbiobacterium thermophilum IAM 
14863 encodes only a single BMC-H protein and EutAB. 
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Table S1. Phyla containing BMC loci analyzed with LoClass. 
Phylum Genomes 
Containing 
BMC Loci 
All Predicted Locus (Sub)Types 
Acidobacteria 1 PVM-like 
Actinobacteria 17 Alpha-Carboxysome, EUT (unclustered), GRM1, MIC1, MIC 
(unclustered), PDU/EUT, PDU1 (unclustered), RMM1, 
RMM2/PDU2 
Chlorobi 1 all satellite-like 
Chloroflexi 1 EUT1 
Cyanobacteria 66 Beta-Carboxysome, Alpha-Carboxysome 
Firmicutes 99 BUF, ETU EUT2A, EUT2B, EUT2C, EUT2D, EUT2 
(unclustered), EUT3, EUT (unclustered), GRM1, GRM3, GRM5, 
MIC (unclustered), MUF, PDU/EUT, PDU-like/PDU3, PDU1C, 
PDU1D, PDU1 (unclustered), PVM-like 
Fusobacteria 5 EUT2A, PDU/EUT, PDU1 (unclustered) 
Ignavibacteriae 2 all satellite-like, PVM-like 
Planctomycetes 6 PVM 
Alphaproteobacteria 7 Alpha-Carboxysome, GRM3 
Betaproteobacteria 6 Alpha-Carboxysome, MIC1, RMM-like 
Gammaproteobacteria 105 all satellite-like, Alpha-Carboxysome, EUT1, EUT2B, GRM2, 
GRM3, GRM4, PDU/GRM, PDU1A, PDU1B, PDU1 
(unclustered) 
Deltaproteobacteria 7 GRM1, MIC (unclustered), PDU1 (unclustered) 
Spirochaetes 1 PDU1 (unclustered) 
Synergistetes 4 EUT2B, MIC (unclustered), PDU1 (unclustered) 
Verrucomicrobia 1 PVM 
 
 
 
 
 
Table S2. Genomes containing BMC loci analyzed with LoClass 
.doc file uploaded separately to ProQuest and also available online at: 
http://dx.doi.org/10.1371/journal.pcbi.1003898.s011 
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Figure S1. Similarity network of BMC loci at all clustering levels. All stages of clustering beyond the 
first stage are represented in this figure, where above each cluster is written its number. Clustering was 
accomplished by setting score (S) cut-offs and modifying the inflation value (I), a property of MCL [29]. 
The first level of clustering (I:2; S:3) resulted in ten clusters (Chapter 2, Fig. 3). Cluster 1 was then further 
sub-clustered (I:3; S:10) to form three clusters. Cluster 2 was sub-clustered (I:2.5; S:10), resulting in seven 
clusters. We sub-clustered (I:3; S:20) Cluster 2.1, resulting in three sub-clusters. Then, we sub-clustered 
(I:3; S:40) Cluster 2.1.1 to form five sub-clusters. Cluster 3 was also sub-clustered (I:2; S:15) to form three 
sub-clusters. Subsequently, we sub-clustered (I:3; S:25) Cluster 3.2 to form four sub-clusters. Finally, 
Cluster 4 was sub-clustered (I:3; S:10), resulting in three clusters. Nodes represent loci containing bacterial 
microcompartment genes which were not predicted to be satellite loci. Edge length is proportional to the 
pairwise locus similarity score generated by LoClass. Node sizes are proportional to the number of genes 
in the envelope, the maximal region in the locus bounded by BMC genes. Node colors and shapes 
correspond to the locus (sub)type as predicted by our analysis and correspond to the key. The white circle 
in Cluster 1.3 indicates a locus in a synthetic genome not included in our analysis [30]. 
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Figure S2. Heatmap of common pfam occurrence in BMC locus (sub)types. The 75 pfams present in the 
highest number of Candidate/Confirmed BMC Loci from NR and IMG are sorted by percentage of these 
loci that contained them. For each locus (sub)type, the proportion of loci of that given (sub)type that 
contain a specific pfam is represented by the darkness of the corresponding square, where black indicates 
that all of the loci contain that pfam and white indicates that none of the loci contain the pfam. Only locus 
(sub)types with more than one locus are shown. * Many of these loci are incomplete, and percent 
abundances may not reflect the percent of loci in these organisms that contain the corresponding pfam. 
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Figure S4. Phylogeny of glycyl radical enzymes found in GRM loci, colored. In gray are “outgroup” 
glycyl radical enzymes: BSS is benzylsuccinate synthase; PFL is pyruvate formate lyase; GDH is glycerol 
dehydratase; 4HPD is 4-hydroxyphenylacetate decarboxylase. Asterisks denote glycyl radical enzymes 
found in the two GRM3 loci of C. ljungdahlii. Bootstrap values of key separating nodes are shown, and 
scale bar represents number of substitutions per position. 
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Figure S5. Dot plot analysis of the two GRM3 loci in C. ljungdahlii. Data generated using Jdotter [2]. 
Cartoon representation of the GRM loci shown on the X and Y axes; genes are to scale. 
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Dataset S1. Gene information for all BMC loci in NR analyzed with LoClass 
.xlsx file uploaded separately to ProQuest and also available online at 
http://dx.doi.org/10.1371/journal.pcbi.1003898.s001 
 
Dataset S2. Gene information for all BMC loci from candidate phyla examined in 
IMG 
.xlsx file uploaded separately to ProQuest and also available online at: 
http://dx.doi.org/10.1371/journal.pcbi.1003898.s002 
 
Dataset S3. Seed alignment for modified PF00936 domain 
.txt file uploaded separately to ProQuest and also available online at: 
http://dx.doi.org/10.1371/journal.pcbi.1003898.s003 
 
Dataset S4. Modified PF00936 domain HMM 
.hmm file uploaded separately to ProQuest and also available online at: 
http://dx.doi.org/10.1371/journal.pcbi.1003898.s004 
 
Dataset S5. Cytoscape session file for BMC locus similarity network 
.cys file uploaded separately to ProQuest and also available online at: 
http://dx.doi.org/10.1371/journal.pcbi.1003898.s005 
 
Dataset S6. Aldehyde dehydrogenase alignment 
.txt file uploaded separately to ProQuest and also available online at: 
http://dx.doi.org/10.1371/journal.pcbi.1003898.s006 
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Table S1. New nomenclature of BMC‐related genes of the PVM BMC gene cluster 
Gene 
Name 
Representative 
Locus Tag 
Updated Annotation Note
pvmA  Plim_1758  Transcriptional regulator  Not present in O. TAV species or O. terrae. 
Inverted in V. bacterium and DG1235 
pvmB  Plim_1757  Phosphotransacylase   
pvmC  RB_2587  Hypothetical Protein  Only present in R. baltica 
pvmD  Plim_1756   BMC‐H  shell protein   
pvmE  Plim_1755   BMC‐H shell protein   
pvmF  Isop_1627  BMC‐H shell protein  Only present in S. acidiphila and I. pallida 
pvmG  Plim_1754  Lactate Kinase   
pvmH  Plim_1753  BMC‐P shell protein   
pvmI  Plim_1752  Hypothetical Protein  Only present in the Planctomyces genus 
pvmJ  Plim_1751  Lactaldehyde Dehydrogenase   
pvmK  Plim_1750   BMC‐P shell protein   
pvmL  Plim_1749  Hypothetical Protein  Not present in I. pallida or the  
Verrucomicrobia 
pvmM  Plim_1748  BMC‐P shell protein   
pvmN  Plim_1747  Aldolase   
pvmO  Plim_1746  1,2‐propanediol 
dehydrogenase 
Not present in P. brasiliensis 
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Table S2. List of Oligonucleotides used in this study 
Primer 
Name 
Description  Sequence
OE053  npt promoter forward primer  TATAGAATTCAGATCTCGGAATTGCCAGCT 
OE054  npt reverse primer  TATAGGATCCTCAGAAGAACTCGTC 
OE106  plim_1104 upstream region forward primer  TATAGAATTCATGAGATCTGCCACAACTTTTGTCAGTCG 
OE107  plim_1104 upstream region reverse primer  TATAGGATCCTCGAAAAGCTTATCGCCAAT 
OE108  plim_1104 downstream region forward primer  TATAGAATTCATGAGATCTGCCACTTCAAGATCCAGTTCG 
OE109  plim_1104 downstream region reverse primer  TATAGGATCCGCCCGCCTACATGCTTATTA 
OE149  plim_1746 reverse primer  TATATCTAGACTAGAGCACCTTTTCGATGGTC 
OE189  plim_1751 upstream region forward primer  TATAGAATTCATGAGATCTCATGGGTTGTAGTGCGATTG 
OE190  plim_1751 upstream region reverse primer  TATAGGATCCCGATTCGGTCTTTCCTATCTGGCT 
OE191  plim_1751 downstream region forward primer  TATAGAATTCATGAGATCTTTTCACACGCAGCCGCC 
OE192  plim_1751 downstream region reverse primer  TATAGGATCCGGGACTTTGCTGGTCGTTTA 
OE193  plim_1747 upstream region forward primer  TATAGAATTCATGAGATCTAGGAGTGGCACCATGAGATT 
OE194  plim_1747 upstream region reverse primer  TATAGGATCCATGATCGTTGTGGGTTGTGA 
OE195  plim_1747 downstream region forward primer  TATAGAATTCATGAGATCTGCTGGTGAAGATGATCACCGAGC 
OE196  plim_1747 downstream region reverse primer  TATAGGATCCATGACATCGCTATTGGCACA 
OE206  plim_1753 forward primer  TATACATATGTTCCTCGCACGCGTC 
OE215  plim_1748 forward primer  TATACATATGAGATTAGCCGAAGTGATTGGCC 
OE255  plim_1756 upstream region forward primer  TATAGAATTCATGAGATCTATGTCGTCTGATTCTGTGGTTGC 
OE284  plim_1756 upstream region reverse primer  TATAGGATCCGAAAACTTCCTCTCAAGAAATGGAAC 
OE285  plim_1755 downstream region forward primer  TATAGAATTCATGAGATCTGGTTGTCTTGGGTGGGATCG 
OE286  plim_1754 reverse primer  TATAGGATCCCTAGGACTTTGAAAGAAGTTCGGC 
OE288  plim_1755 downstream region reverse primer  TATAGGATCCGGCTACTGTTCTCGCCAATT 
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Table S3. Accession numbers and references for genes in Table 2. 
Gene Name  Accession  Reference for (Predicted) Function 
PduA  NP_460983  [1] 
PduB  NP_460984  [2–4] 
PduC  NP_460985  [5] 
PduD  NP_460986  [5] 
PduE  NP_460987  [5] 
PduJ  NP_460990  [2‐4] 
PduK  NP_460991  [2‐4] 
PduL  NP_460992  [6] 
PduN  NP_460994  [2‐4] 
PduP  NP_460996  [7] 
PduQ  NP_460997  [8] 
PduT  NP_460999  [2‐4] 
PduU  NP_461000  [2‐4] 
PduW  NP_461002  [9] 
Ack  NP_461279  [10] 
EutB  NP_461393  [11,12] 
EutC  NP_461392  [10, 11] 
EutD  NP_461401  [13] 
EutE  NP_461398  [14] 
EutG  NP_461396  [15,16] 
EutK  NP_461390  [17] 
EutL  NP_461391  [17] 
EutM  NP_461400  [17] 
EutN  NP_461399  [17] 
EutS  NP_461405  [17] 
Cphy_1174  YP_001558291  [18] 
Cphy_1176  YP_001558293  [18] 
Cphy_1177  YP_001558294  [18] 
Cphy_1178  YP_001558295  [18] 
Cphy_1179  YP_001558296  [18] 
Cphy_1180  YP_001558297  [18] 
Cphy_1181  YP_001558298  [18] 
Cphy_1182  YP_001558299  [18] 
Cphy_1183  YP_001558300  [18] 
Cphy_1184  YP_001558301  [18] 
Cphy_1185  YP_001558302  [18] 
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Cphy_1186  YP_001558303  [18] 
Cphy_1327  YP_001558443  [18] 
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Table S4. List of mutations found in sequenced isolates sorted by quality score from freebayes and 
grouped by isolate, and where italicized positions exist in the wild type and/or OE24 strains, 
underlined positions are unique to the specified isolate, and bolded/highlighted positions are the 
mutation that is present in 100% of the reads. 
Wild type P. limnophilus, laboratory isolate resequenced
Genome Coordinate  Reference Genome Sequence Isolate Genome Sequence  Quality Score
5194852  CG  C  3138.89 
3285335  CT  C  2861.7 
2708716  AT  A  2745.65 
3434355  A  T  1571.51 
2417909  C  T  1457.26 
3331753  A  G  1395.27 
3744749  G  A  1243.13 
3660501  G  C  1209.07 
4331064  G  C  1143.12 
3018487  G  C  1138.5 
3011611  G  C  1081.94 
2155142  G  A  1072.13 
3137807  T  G  921.171 
2067781  CT  C  502.364 
4576371  TGTGGAC  TTCGAGT  184.511 
P. limnophilus OE24 
Genome Coordinate  Reference Genome Sequence Isolate Genome Sequence  Quality Score
5194852  CG  C  3364.95 
3285335  CT  C  2787.19 
2708716  AT  A  2051.91 
3011611  G  C  1667.05 
3331753  A  G  1576.1 
4331064  G  C  1556.17 
2155142  G  A  1551.74 
3018487  G  C  1477.92 
3744749  G  A  1472.6 
3137807  T  G  1452.74 
3660501  G  C  1338.56 
3434355  A  T  1216.94 
2067781  CT  C  1179.55 
2417909  C  T  1177.44 
4428502  T  TGC  624.952 
2053211  CGCCCCAC  TGACCCAG  555.915 
2053252  T  C  448.219 
2053353  C  T  275.518 
2053392  GTC  TTG  124.268 
2053362  ATC  CTA  117.955 
2053300  CG  TGC  85.5577 
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2053293  C  A  10.8199 
P. limnophilus OE26   
Genome Coordinate  Reference Genome Sequence Isolate Genome Sequence  Quality Score
5194852  CG  C  5841.81 
3285335  CT  C  3110.28 
2708716  AT  A  2638.69 
3331753  A  G  1907.35 
2079805  T  C  1699.22 
3744749  G  A  1492.45 
3137807  T  G  1470.79 
3011611  G  C  1468.08 
4331064  G  C  1415.84 
2155142  G  A  1403.29 
2417909  C  T  1394.27 
3434355  A  T  1368.1 
3660501  G  C  1316.75 
3018487  G  C  1264.69 
2067781  CT  C  989.65 
4576371  TGTGGAC  TTCGAGT  372.283 
2053252  T  C  271.806 
2052987  A  G  257.359 
2271060  A  C  67.45 
2053211  CGCCCCAC  TGACCCAG  64.5038 
P. limnophilus OE27   
Genome Coordinate  Reference Genome Sequence Isolate Genome Sequence  Quality Score
2708716  AT  A  4675.29 
4287495  GT  G  4474.34 
5194852  CG  C  3654.96 
3285335  CT  C  3106.37 
3744749  G  A  1937.94 
2067781  CT  C  1914.16 
2155142  G  A  1819.11 
3011611  G  C  1698.54 
3660501  G  C  1616.46 
3331753  A  G  1601.36 
4331064  G  C  1405.01 
3434355  A  T  1141.76 
2417909  C  T  1079.23 
3018487  G  C  1079.23 
3137807  T  G  1072.91 
4576371  TGTGGAC  TTCGAGT  699.545 
2053362  ATC  CTA  627.267 
2053353  C  T  620.234 
2053392  GTC  TTG  391.469 
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2053405  CGT  TGA  0.753705 
2053293  C  A  0.0111861 
P. limnophilus OE28   
Genome Coordinate  Reference Genome Sequence Isolate Genome Sequence  Quality Score
5194852  CG  C  3489.66 
3285335  CT  C  3322.31 
2708716  AT  A  3163.44 
3018487  G  C  1707.49 
3246089  C  T  1530.17 
3331753  A  G  1506.8 
4331064  G  C  1461.68 
3434355  A  T  1344.82 
3744749  G  A  1259.32 
2417909  C  T  1211.63 
3011611  G  C  1183.9 
3137807  T  G  1158.26 
3660501  G  C  1081.17 
2155142  G  A  1074.84 
4576371  TGTGGAC  TTCGAGT  667.23 
2067781  CT  C  504.818 
2052987  A  G  340.202 
2053293  C  A  222.357 
4942567  T  G  45.7715 
2270181  T  G  32.0027 
4942561  T  TA  1.88085 
P.limnophilus OE29   
Genome Coordinate  Reference Genome Sequence Isolate Genome Sequence  Quality Score
3285335  CT  C  4222.03 
2079895  C  CTGCGGGATGCA  3876.47 
2708716  AT  A  3598.28 
5194852  CG  C  2261.03 
3331753  A  G  1878.49 
4331064  G  C  1532.79 
3660501  G  C  1471.67 
2417909  C  T  1464.47 
3137807  T  G  1449.13 
3011611  G  C  1285.45 
3018487  G  C  1176.53 
3744749  G  A  1149.56 
3434355  A  T  1147.64 
2155142  G  A  1079.23 
2067781  CT  C  577.123 
2052987  A  G  405.006 
2053362  ATC  CTA  399.499 
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2053353  C  T  267.288 
2053293  C  A  220.548 
2053252  T  C  205.132 
2053300  CG  TGC  200.805 
4576371  TGTGGAC  TTCGAGT  96.4843 
2053392  GTC  TTG  0.0457274 
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Figure  S1.  Results  of  pairwise  comparisons  of  BMC‐related  enzymes  from  P.  limnophilus  and  C. 
phytofermentans. The proposed degradation pathway of L‐fucose  in C. phytofermentans  is shown  in  the 
center, flanked by C. phytofermentans (left) and P. limnophilus (right) genes identified by their locus tags; C. 
phytofermentans genes predicted  to  catalyze each  reaction  shown were used as queries  to  search  the P. 
limnophilus  genome  for  homologs  using  BLASTP.  Genes  shown  in  parentheses  did  not  yield  best 
bidirectional hits. Genes marked with an asterisk contain a predicted BMC  targeting peptide sequence. 
Boxes are drawn around genes that are within a BMC locus.  
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Figure  S2. Description  of mutants  used  in  this  study.  A) Homologous  recombination  to make  the 
Δplim_1104 mutant, with primer pair OE197, 198 shown  in orange arrows, and primer pair OE106, 109 
shown in gray arrows. B) PCR genotyping to confirm the mutant. A BglII restriction site in the plim_1104 
gene was used to differentiate between the two genotypes. C) Δplim1751 mutant, with primer pair OE206, 
192 depicted with orange arrows used for D) PCR genotyping. E) Δplim_1747 mutant, with primer pair 
OE149,  215  shown  in  orange  arrows, used  for  F) PCR  genotyping, with  a KpnI  restriction  site  in  the 
plim_1747 gene used to differentiate genotypes. G) Δplim_1755‐1756 mutant, with primer pair OE286, 296 
shown in orange arrows, used for H) PCR genotyping, with the EagI restriction site in the npt gene used 
to differentiate genotypes. 
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Figure  S3. Analysis  of  Biolog  Phenotypic Microarray  data. Amutant  refers  to  the  absorbance  value  of 
Δplim_1751::IN(npt)‐inoculated  plates,  and Awt  refers  to Δplim_1104.  The  five  carbon  sources with  the 
lowest  values  are  bolded.  In  decreasing  order:    α‐methyl‐D‐mannoside,  D‐melezitose,  L‐fucose,  D‐
raffinose, Pectin. 
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Figure S4. Raw Biolog Phenotypic Microarray data for Δplim _1104 and Δplim_1751::IN(npt) inoculated 
into plates PM1  and PM2,  and  incubated  for  five days. Values  are  absorbance  at  590nm, well A1  (no 
carbon  source) was  used  to  blank  each  plate.  Carbon  source  identity  key  is  available  in  Figure  S2.
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Figure  S5. Growth  profile  comparison  between wild‐type  (black)  and Δplim_1104  (red),  on  L‐fucose 
(solid circles), L‐rhamnose (open circles), and no sugar added (open circles with dashed line). Data points 
are an average of  three  independently grown  liquid cultures  (n=3), and error bars depict one standard 
deviation. 
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Appendix C 
 
Supplemental Information for Chapter 4 
 
Table S1. Gene information for PduL homologs not associated with BMC loci 
GenBank 
Accession 
IMG Accession Information 
Genome Gene ID Locus Tag 
AFK06496 2510410940 Theba_0782 Mesotoga prima MesG1AG4.2 
YP_001306045 640769076 Tmel_0798 Thermosipho melanesiensis BI429 
YP_001471213 641233012 Tlet_1595 Thermotoga lettingae TMO 
YP_001567889 641302050 Pmob_0842 Petrotoga mobilis SJ95 
YP_001620032 641527198 ACL_0013 Acholeplasma laidlawii PG-8A 
YP_001679073 641557795 HM1_0445 Heliobacterium modesticaldum Ice1 
YP_002352652 643457826 Dtur_0756 Dictyoglomus turgidum DSM 6724 
YP_004265034 649973461 Sgly_0671 Syntrophobotulus glycolicus FlGlyR, DSM 8271 
YP_004644123 650959685 KNP414_05729 Paenibacillus mucilaginosus KNP414 
YP_429724 637828794 Moth_0864 Moorella thermoacetica ATCC 39073 
YP_430038 637829114 Moth_1181 Moorella thermoacetica ATCC 39073 
 
2511573847 HPL003_18565 Paenibacillus terrae HPL-003 
 
2507209774 Ferpe_1605 Fervidobacterium pennivorans Ven 5, DSM 9078 
 
2578337405 PSAB_14370 Paenibacillus sabinae T27 
 
2514109467 B2K_26270 Paenibacillus mucilaginosus K02 
 
2509100014 Marpi_0354 Marinitoga piezophila KA3 
 
2566130249 ES1_09250 Eubacterium siraeum V10Sc8a 
 
2520955170 DHBDCA_p1458 Dehalobacter sp. 11DCA 
 
2511706386 GTCCBUS3UF5_11330 Geobacillus thermoleovorans CCB_US3_UF5 
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Figure S1. Overview of PduL multiple sequence alignment. Residues are colored using the “Zappo” 
pallet in Jalview (see methods), and the bottom row is a histogram depicting the conservation at each 
position, where light yellow and tall bars denote high conservation, and brown short bars denote low 
conservation, and no bar is zero conservation. 
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Figure S2. Phylogeny of PduLs. Scale bar represents number of substitutions per position. 
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Figure S3. X-ray diffraction image of rPduL protein crystal. 
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Figure S4. SDS-PAGE (A) and Western blot (B) of full-length pPduL fractions after preparative size 
exclusion (chromatogram shown in orange at the top). Chromatogram is scaled such that the lanes 
directly under the elution volume contain that fraction (e.g. Lane 2 in panel A contains fraction B11, 
which contains the elution of 165-170mL from the preparative size exclusion). 
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Appendix D 
 
Supplemental Material for Chapter 5 
 
 
Figure S1. Original photograph of halorhodopsin mutants expressed in E. coli (Chapter 5, Figure 2), 
provided by Carol Baker. 1) S130A; 2)Y82S; 3) wild type; 4) R123K; 5) Y82S R123K; 6) R123L; 7) Y82A 
